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L’endothélium constitue un élément primordial dans le maintien de l’homéostasie 
vasculaire en contrôlant plusieurs fonctions comme le tonus vasculaire. Le contrôle de l’état 
contractile du muscle lisse vasculaire par l’endothélium est multifactoriel. Notons parmi ces 
nombreux mécanismes la génération du monoxyde d’azote (NO) identifié comme étant un 
puissant vasodilatateur ou les facteurs hyperpolarisants dérivés de l’endothélium (EDHF)  qui 
favorisent également la relaxation du muscle lisse sous-jacent. De façon intéressante, ces 
mécanismes impliqués dans les différentes fonctions endothéliales sont fortement dépendants 
des concentrations intracellulaires en calcium (Ca2+). Par ailleurs, une altération des 
dynamiques calciques endothéliales est dénotée en présence de dysfonction endothéliale 
associée à diverses pathologies telles que l’hypertension artérielle (HA). De ce fait, il est 
impératif de parfaire notre compréhension des dynamiques calciques endothéliales. 
Les études des 10 dernières années ont permis de mettre en lumière l’existence de 
signalisations calciques locales qui présentent un avantage considérable en termes de ciblage 
de fonctions spécifiques. Au sein de l’endothélium, une signalisation calcique locale nommée 
pulsars calciques a été décrite au niveau des projections myoendothéliales (PME) d’artères 
mésentériques de résistance de souris. Les pulsars calciques sont une libération de Ca2+ 
limitée, spontanée et oscillatoire provenant des récepteurs à l’IP3 (IP3R) localisés sur réticulum 
endoplasmique plongé dans cette PME. Cette structure anatomique est d’intérêt particulier 
puisqu’elle constitue le seul lieu de contact entre les cellules endothéliales (CE) et les cellules 
musculaires lisses (CML) de la paroi vasculaire. Il est maintenant reconnu dans la littérature 
que la PME constitue un microdomaine de signalisation où cohabitent signalisations calciques 
locales et effecteur dépendants du Ca2+ impliqués dans la régulation de l’état contractile des 
CMLs tels que les canaux potassiques dépendants du Ca2+ (KCa). L’activation des KCa 
engendre l’hyperpolarisation de la CE qui est transmise aux CMLs de façon à favoriser leur 
relaxation.  
Nonobstant l’identification de voies de signalisation activées par les pulsars calciques, 
notre compréhension des mécanismes qui régissent la stochasticité des pulsars calciques restait  
à établir. Par ailleurs, des études précédentes du laboratoire ont mis en relief une altération des 
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dynamiques des pulsars calciques en condition pathologique d’HA. Il était donc nécessaire de 
mieux comprendre les mécanismes qui contrôlent les pulsars calciques en condition 
physiologique afin de pouvoir identifier éventuellement la provenance de ces altérations 
pathologiques. Dans le cadre de cette thèse, le rôle potentiel de deux mécanismes de régulation 
a ainsi été évalué. Dans la première étude, il a été possible de démontrer que CaMKII, une 
kinase reconnue pour son rôle à titre de décodeur d’oscillations calciques, est impliquée dans 
une boucle de rétroaction négative des pulsars calciques. En effet, son inhibition produit un 
recrutement de sites actifs de pulsars suggérant que CaMKII peut contrôler négativement le 
nombre de sites présentant des pulsars calciques. Nous avons également démontré que ce 
contrôle provient de l’effet de CaMKII sur les l’IP3Rs. Dans la deuxième étude, nous avons 
évalué l’implication de la mitochondrie qui est reconnue pour agir à titre de barrière calcique 
dans différents types cellulaires. Nous avons tout d’abord démontré que la mitochondrie 
présente une localisation préférentielle à l’embouchure de la PME.  Par ailleurs, nous avons 
démontré que le contrôle de la mitochondrie sur la dynamique des pulsars calciques est 
multifactoriel en étant impliqué dans la dispersion des pulsars ainsi qu’en régulant la nature de 
l’activité calcique dans la PME. Ces deux mécanismes ont été étudiés en condition 
physiologique sans stimulation des pulsars calciques démontrant ainsi le rôle de ces derniers 
en condition basale. 
Ainsi, cette thèse a permis de combler un vide dans la littérature en termes de 
connaissances sur les mécanismes qui régissent les pulsars calciques endothéliaux. Ces études 
permettront de fournir des pistes potentielles à évaluer dans le cadre de dysfonction 
endothéliale associée à une altération des dynamiques calciques intracellulaires. 
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 Endothelial cells (EC) are an important component of the vascular homeostasis. They 
modulate various vascular functions as vascular tone. The regulation of the smooth muscle 
cells (SMC) contractile state by the endothelium is multifactorial. Among those various 
factors, nitric oxide (NO) is identified as a potent vasodilator and the endothelium-derived 
hyperpolarizing factor (EDHF), which modulates vascular tone by controlling smooth muscle 
membrane potential. Interestingly, literature shows that both mechanisms involved in 
endothelial function strongly rely on intracellular calcium (Ca2+) concentration. Moreover, 
endothelial dysfunction is highly correlated with Ca2+ dyshomeostasis as observed in arterial 
hypertension (AH). In this line of thought, it’s crucial to extend our knowledge on how 
intracellular calcium signalling is regulated.  
 During the past 10 years, several studies have revealed the important role of targeting 
specific cellular function by local Ca2+ signals. Those evidences rely on the significant 
improvement in imaging technology. Recently, a new localized Ca2+ signalling pathway called 
Ca2+ pulsars has been described in native endothelial cells from mouse mesenteric resistance 
arteries. Ca2+ pulsars are a limited, spontaneous and oscillatory Ca2+ release from IP3 receptor 
(IP3R) located on the endoplasmic reticulum membrane within the myoendothelial projections 
(MEP). The MEP structure is highly interesting because it constitutes the only site where EC 
and smooth muscle cell (SMC) from the vascular wall can physically interact. It’s now largely 
accepted that MEPs act as microdomains for local Ca2+ signals and Ca2+-depend effectors 
implicated in the SMC contractile state regulation.  Ca2+ pulsars have been shown to be able to 
modulate Ca2+-activated potassium channel (KCa) located on the plasma membrane of the 
MEP. Once activated, the K+ efflux will generate the endothelial membrane hyperpolarization, 
which once transmitted to the underlying SMC will induce their relaxation.  
 Despite the identification of Ca2+ pulsars targeted pathways, little is known about how 
this local Ca2+ signal is regulated.  A previous study from the laboratory of Dr. Ledoux has 
shown an alteration in Ca2+ pulsars dynamics in the pathological condition of AH. 
Consequently, it was essential to extend our knowledge on Ca2+ pulsars regulatory 
mechanisms to be able to identify the possible pathways implicated into this pathological 
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alteration. In this thesis, two potential regulatory pathways have been investigated. In the first 
study, the implication of CaMKII, a kinase known to act as a Ca2+ sensor, was assessed by 
showing various activation states of the kinase depending on Ca2+ oscillation frequencies. We 
showed that CaMKII might be involved in a negative feedback loop according to its activation 
pathway. Inhibition of CaMKII in presence of KN-93 showed an increase in the number of 
Ca2+ pulsars active sites suggesting that CaMKII can control which Ca2+ pulsars site can be 
activated. This first study demonstrated that CaMKII may regulate the number of Ca2+ pulsars 
active sites by modulating IP3Rs activity. In the second study, we evaluated if the 
mitochondria could influence Ca2+ pulsars pattern. The rationale behind the choice of this 
potential regulatory mechanism is that mitochondria can act as a Ca2+ barrier in different cell 
types. We showed that mitochondria are preferential localized in front of the MEP in mouse 
mesenteric arteries. Furthermore, we demonstrated that regulation of Ca2+ pulsar dynamics by 
mitochondria is multifactorial. This organelle is involved in Ca2+ pulsars dispersion by its 
ability to reuptake intracellular Ca2+. In addition, mitochondria seems to be important to set 
the Ca2+ pulsar activity level probably by modulating the Ca2+ environment around the IP3Rs 
within the MEP. The impact on Ca2+ pulsars activity level may be mediated by mitochondria 
Ca2+ efflux mechanisms. In both studies presented in this thesis, the two mechanisms 
(CaMKII and mitochondria) have been studied in physiological conditions without any Ca2+ 
pulsars stimulation suggesting their role in basal control of Ca2+ pulsars dynamics. 
 Thereby, both studies have filled a gap of knowledge regarding how the Ca2+ pulsar 
stochasticity is established in physiological conditions. This work brings out new avenues to 
investigate in endothelial dysfunction associated with intracellular Ca2+ homeostasis alteration. 
 
Keywords: Vascular endothelium, myoendothelial projection, calcium, calcium pulsar, 
vascular tone, CaMKII, mitochondria 
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PKG: Protéine kinase G 
PLA2: Phospholipase A2 
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PLC: Phospholipase C 
PLB: Phospholamban 
PMCA: Plasma membrane Ca2+ ATPase 
PME: Projection myoendothéliale 
PTGIS: Prostacycline synthase 
RBEC: Rat brain endothelial cell 
RE: Réticulum endoplasmique 
ROS: Reactive oxygen species 
RyR: Récepteur à la ryanodine 
RyR2: Récepteur à la ryanodine de type 2 
RS: Réticulum sarcoplasmique 
S: Simens 
Ser: Sérine 
SERCA: Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum Calcium-ATPase 
siRNA : silencing RNA 
SNAP : S-Nitroso-N-Acetyl-D, L-Penicillamine 
SOCE : Store-Operated Ca2+ Entry 
STIM1 : Stromal interaction molecule 1 
TIRF : Total internal reflection fluorescence microscopy  
Thr : Thréonine 
TP : Récepteur de la TXA2 
TRP: Transient receptor potential 
TXA2 : Thomboxane A2 
UCP2/3 : Uncoupling protein 2/3 
VDAC : Voltage-dependent anion channel 
VDCC : Canaux calciques voltage-dépendants 
VEGF: Facteur de croissance de l’endothélium vasculaire 
VEGFR-2: Récepteur de type 2 du VEGF 




«Education is not the learning of facts but the training of the mind to think.»  
«L’éducation n’est pas l’apprentissage de faits, mais l’entrainement de l’esprit à réfléchir.» 
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1.1.  Le système cardiovasculaire 
Le système cardiovasculaire est composé de deux éléments principaux : (1) le cœur qui 
a pour fonction de propulser le sang  vers  (2) le réseau vasculaire qui permet de distribuer le 
sang à l’ensemble de l’organisme. Ces deux éléments complexes travaillent de concert pour 
permettre à l’ensemble des organes et des cellules de l’organisme d’obtenir les composés 
nécessaires afin d’effectuer leurs fonctions. Le cœur et le réseau vasculaire sont 
interdépendants signifiant ainsi qu’une modification au niveau cardiaque a immédiatement des 
répercussions importantes sur le réseau vasculaire et vice versa [10]. Dans la prochaine 
section, une attention particulière sera portée vers le système vasculaire artériel puisqu’il est le 
principal élément étudié dans le cadre de cette thèse. 
1.1.1 Les composantes du système vasculaire 
Le système vasculaire regroupe l’ensemble des vaisseaux permettant la circulation du 
sang au travers de l’organisme que ce soit le sang oxygéné (via le système vasculaire 
systémique artériel ou veineux pulmonaire) ou désoxygéné (via le système vasculaire 
systémique veineux ou artériel pulmonaire). Les contraintes physiques induites par la 
localisation (Ex. artère localisée dans le cœur et subissant les contrecoups de la contraction 
rythmique cardiaque) ou la fonction du vaisseau (Ex. veine fémorale impliquant un retour du 
sang désoxygéné vers le haut du corps contre la gravité) impliquent des spécificités 
vasculaires [11, 12]. Bien que la circulation pulmonaire possède des caractéristiques distinctes 
de la circulation systémique de par son environnement spécifique, seul le système vasculaire 
de la circulation systémique sera décrit dans cette thèse.  
1.1.1.1 Le système vasculaire artériel (circulation systémique) 
 Le système vasculaire artériel est un réseau structuré et complexe de vaisseaux qui 
varient physiologiquement entre autres en fonction de leur proximité avec le cœur. Par 
exemple, une artère située à proximité du cœur aura généralement un plus grand diamètre en 
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partie pour accommoder l’afflux important de sang provenant du cœur. Ces artères sont dites 
«de conduction». Plus on s’éloigne du cœur, moins les artères ont une fonction de conduction 
et elles sont plutôt caractérisées comme étant des artères «de résistance». Ces concepts de 
conduction et de résistance seront développés plus en détail dans la prochaine sous-section.  
  1.1.1.1.1 L’arbre artériel 
 L’arbre artériel se décompose en 3 principales composantes. Tout d’abord, on y 
retrouve les artères de gros calibre (1) formant la macrocirculation dont la terminologie dans la 
littérature peut varier (conduction, élastique, compliance). Les fonctions spécifiques de ce type 
d’artère reposent sur leur capacité d’accommoder le volume sanguin à la sortie du cœur et  
d’absorber la pulsatilité du débit sanguin générée par les cycles de contractions cardiaques, 
principe physiologique nommé «effet Windkessel» décrit vers la fin du 19e siècle par Otto 
Frank [13]. Cette capacité à absorber les pulsatilités cardiaques et de transformer le débit pulsé 
en débit continu et constant est primordiale afin d’éviter les dommages au niveau des organes 
de destination. En effet, il a été largement démontré qu’une augmentation de la rigidité 
artérielle limite l’absorption des pulsatilités par les artères de conduction propageant ainsi 
l’onde de pouls dans la microcirculation ce qui engendre des dommages au niveau cérébral ou 
rénal [14, 15]. Il est important de mentionner que les artères de conductance sont dépourvues 
de tonus myogénique; i.e la capacité des cellules musculaires lisses (CML) de la paroi 
vasculaire à se contracter en réponse à une augmentation de la pression intraluminale [16]. Les 
propriétés élastiques de ses artères sont assurées par l’expression d’une plus grande proportion 
d’élastine au niveau de la matrice. Cette expression d’élastine diminue le long de l’arbre 
artériel au profit d’un plus petit ratio élastine/collagène.  Les propriétés biomécaniques des 
vaisseaux reposent essentiellement sur ce ratio. Le collagène est la composante de la matrice 
extracellulaire qui confère une certaine rigidité à la paroi vasculaire. On le retrouve en plus 
grande proportion dans les artères de plus petit calibre (2) formant la microcirculation 
généralement caractérisée comme étant des artères de résistance ou les artères dites 
musculaires [17, 18]. La microcirculation est importante pour la régulation la pression 
artérielle (PA) puisqu’elle module la résistance périphérique et adapte le débit sanguin en 
fonction des besoins du tissu perfusé [19]. Les artères de résistances présentent également la 
propriété de tonus myogénique. Cette propriété découle de la capacité intrinsèque des CMLs 
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de la paroi vasculaire à réagir à une augmentation de pression (i.e un étirement de la cellule) 
en se contractant afin de maintenir le diamètre de la lumière du vaisseau stable [16]. Il est 
généralement accepté dans la littérature que ce mécanisme d’autorégulation est indépendant de 
l’influx nerveux puisqu’il est observé sur des artères ex vivo et qu’il est modulable par la 
composante endothéliale [16, 20, 21]. La microcirculation sera la composante du système 
vasculaire priorisée dans le contexte de cette thèse. Finalement, lorsque le réseau vasculaire 
atteint l’organe de destination, l’artère de petit calibre devient un capillaire (3). Le capillaire 
possède un très faible diamètre permettant le passage des érythrocytes les uns derrière les 
autres. Ainsi, l’échange des nutriments est favorisé par l’importante surface endothéliale 
versus le faible volume sanguin [10].  
  La microcirculation peut être étudiée via l’utilisation de différents lits vasculaires. Par 
exemple et de façon non exhaustive, les artères cérébrales, rénales, pulmonaires ou 
mésentériques font partie des lits vasculaires communément retrouvés dans la littérature. Le 
contexte physiologique du lit vasculaire doit être considéré lors de la translation de concepts 
étudiés dans un lit vasculaire spécifique. Par exemple, la réponse physiologique observée en 
réponse à certains stimuli varie en fonction du lit vasculaire. La réponse des artères cérébrales 
et pulmonaires à une hypoxie constitue un exemple connu de la littérature. La circulation 
systémique telle que celle des artères cérébrales réagit à une chute de la pression d’O2 par une 
vasodilatation afin d’augmenter l’apport en O2 au site hypoxique [22]. Par contre, la 
circulation pulmonaire réagit à cette condition par une vasoconstriction dans le but de 
redistribuer le sang dans une région du poumon permettant l’oxygénation [23].  
1.1.1.1.2 La structure artérielle 
Une variation de la structure artérielle est observée lors de la progression le long de 
l’arbre artériel laissant ainsi place à des intermédiaires entre la structure de la macrocirculation 
ou microcirculation. La paroi vasculaire est formée de 3 différentes couches; à partir de la 
lumière du vaisseau : (1) la tunica intima, (2) la tunica media et (3) la tunica adventitia 
(Figure 1). L’intima est composée d’une couche de cellules endothéliales (CE) et d’une 
membrane basale formée de matrice extracellulaire sur laquelle repose les CEs [24]. La 
membrane basale ou lamina élastique interne (LEI) est parsemée de fenestrations dont le 
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nombre et l’apparence varient en fonction de la localisation dans l’arbre artériel ou du lit 
vasculaire [25]. Il est généralement accepté dans la communauté scientifique que la densité de 
fenestrations augmente lorsque l’on progresse dans l’arbre vasculaire [26]. La media est 
constitué de feuillets de CMLs qui se superposent et dont le nombre varie en fonction du 
diamètre de l’artère. Les CMLs sont intercalées et renforcées par un réseau de fibres d’élastine 
et de collagène dont la quantité et la distribution varient également en fonction de la position 
dans l’arbre artériel ou du lit vasculaire [27]. La tunica adventitia, est une composante majeure 
de la macrocirculation et elle est présente de façon moins importante dans la microcirculation. 
Elle est formée de tissu conjonctif, de collagène et d’une lamina élastique externe (LEE) [28]. 
La population de cellules présente dans la tunica adventitia est hétérogène (Ex. fibroblastes, 
cellules progénitrices, innervation) [28-30]. Classé à part, le capillaire est uniquement 
constitué d’une couche de CEs. Bien qu’ils soient dépourvus de CMLs, les capillaires peuvent 
être entourés de cellules ayant une fonction contractile nommées «péricytes» [31] qui 
contrôler le débit sanguin en variant le diamètre des capillaires [32].  
La structure artérielle peut être affectée par diverses conditions physiopathologiques. 
En condition d’hypertension artérielle (HA), une modification du patron de fenestration de la 
LEI est observée [26, 33]. Par ailleurs, une augmentation soudaine et chronique du débit 
engendre une fragmentation de la LEI [34]. Cette fragmentation subséquente à une 
augmentation des contraintes de cisaillements sur la paroi vasculaire modifie le patron 
d’expression génique des CEs [35], stimule leur prolifération [36] et augmente la sécrétion de 
métalloprotéinase par celles-ci [37]. Les espaces générés par cette fragmentation se retrouvent 
couverts de CEs qui sont en contact direct avec les CMLs de la paroi vasculaire [34]. 
L’athérosclérose fait également partie des pathologies cardiovasculaires où plusieurs 
composantes de paroi vasculaire sont affectées. Une détérioration de l’intégrité de 
l’endothélium, une invasion de la paroi vasculaire par les CMLs et les cellules immunitaires, 
une accumulation de lipides dans la paroi ainsi qu’une altération de la LEI sont observées [38, 
39]. La rigidité artérielle découle d’un remodelage vasculaire qui peut limiter la capacité 
d’absorption de la pression pulsée par les vaisseaux de conductance. Ceci engendre une 
dysfonction de la microcirculation menant à des dommages au niveau des organes tels 
qu’observés au niveau cérébral en situation de démence [40, 41].  
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1.1.1.1.3 Les cellules endothéliales 
Les CEs tapissent l’intérieur des vaisseaux sanguins et elles sont séparées 
physiquement des CMLs par la LEI. Malgré cette barrière physique, les CEs entrent en contact 
direct avec les CMLs en formant des extensions cellulaires au travers des fenestrations de la 
LEI. Ces extensions sont caractérisées sous le terme de projections myoendothéliales (PME) 
ou de jonctions myoendothéliales [8, 42, 43]. De par leur localisation à l’interface du sang et 
des CMLs, les CEs occupent un rôle important dans le maintien de l’homéostasie vasculaire. 
Cette localisation permet aux CEs d’être exposées à plusieurs signaux et elles intègrent ces 
signaux de façon à moduler la fonction vasculaire en générant par exemple des composées 
vasoactifs. Une altération de la fonction endothéliale est couramment observée en condition de 
pathologie cardiovasculaire concordant avec une réponse modifiée à ces différents signaux 
[44-46]. Le calcium (Ca2+) est un second messager intracellulaire primordial pour l’intégration 
de ces signaux ce qui fait de l’étude du Ca2+ endothélial un sujet de grand intérêt dans le 
contexte de la fonction endothéliale et de l’homéostasie vasculaire [47-53].  
1.1.1.1.4 Les cellules musculaires lisses  
Il y a 3 types de cellules musculaires : (1) les cellules musculaires striées de type 
squelettique, (2) les cellules musculaires striées de type cardiaque et (3) les CMLs. La 
Cellule endothéliale 








Figure 1. Schématisation simplifiée de la structure de la paroi vasculaire artérielle. 
La tunica intima comprend les cellules endothéliales et la lamina élastique interne; non-
représentée sur le schéma. La tunica media comprend les cellules musculaires lisses. La 
tunica adventitia est présente dans les vaisseaux de plus gros diamètre et présente une grande 




physiologie des CMLs se distingue des cellules musculaires striées entre autres par leur forme, 
l’organisation du cytosquelette et le mécanisme de contraction. La CML est fusiforme et 
uninucléée. Son orientation dans la paroi des vaisseaux sanguins est concentrique et donc 
perpendiculaire au débit sanguin favorisant une contraction efficace.   
L’appareil contractile des CMLs, comparativement à l’organisation en sarcomère 
observée dans les cellules musculaires striées, est de façon apparente beaucoup moins 
structurée. En effet, les cellules striées possèdent un appareil contractile où les filaments du 
cytosquelette sont superposés et parallèles les uns par rapport aux autres. Ce type 
d’organisation permet une contraction longitudinale qui s’effectue par un glissement et 
chevauchement de l’actine et de la myosine suite à la liaison du Ca2+ à l’appareil contractile. 
Cette réaction est dépendante de l’hydrolyse de l’ adénosine triphosphate (ATP) [54]. Quant 
aux CMLs, elles possèdent plutôt un appareil contractile croisé ou en biais où les filaments 
Figure 2. Schématisation simplifiée du mécanisme de contraction du muscle lisse 
La contraction est initiée par une augmentation de calcium (Ca2+) intracellulaire. Le Ca2+ se lie 
à la calmoduline (CaM). Cette dernière active la MLCK qui phosphoryle les chaines légères 
de myosine provocant la contraction. La contraction peut être renversée par une 
déphosphorylation des chaines légères de myosine par la MLCP. CML : Cellule musculaire 
lisse, VDCC : Canaux calciques voltage-dépendants, RyR : Récepteur à la ryanodine, IP3R : 
Récepteur à l’inositol 1,4-5 triphosphates, MLCK : Kinase des chaines légères de myosine, P : 




d’actine proviennent de part et d’autre de la cellule se croisant en divers endroits au centre de 
la cellule dans des régions nommées «corps denses». Ces sites servent d’ancrage aux filaments 
d’actine, mais également à d’autres filaments intermédiaires non impliqués dans la 
contraction. La contraction dépend de la phosphorylation de la myosine par une kinase dont 
l’activité est dépendante du complexe Ca2+/calmoduline (Ca2+/CaM). Lors d’une augmentation 
de Ca2+ intracellulaire par les diverses sources de Ca2+,  le Ca2+ libre lie la calmoduline (CaM). 
Le complexe Ca2+/CaM active la kinase des chaines légères de myosine (MLCK pour Myosin-
Light-Chain Kinase) qui phosphoryle la myosine. L’arrêt de la contraction est dépendant de la 
déphosphorylation de la myosine par la phosphatase des chaines légères de myosine (MLCP 
pour Myosin-Light-Chain Phosphatase) [55, 56].  Bien que la relation Ca2+/contraction soit 
moins directe dans les CMLs que les cellules musculaires striées, le Ca2+ est tout de même 
essentiel afin que la contraction ait lieu. Il peut provenir de diverses sources (extracellulaire ou 
réserve intracellulaire), mais l’augmentation de Ca2+ est généralement initiée par l’ouverture 
des canaux calciques dépendants du voltage (VDCC pour Voltage-Dependant Calcium 
Channel) de la membrane plasmique qui s’activent suite à une dépolarisation (Figure 2). 
Le couplage électrique entre les CMLs grâce aux jonctions intercellulaires de type 
GAP permet la propagation du changement de potentiel membranaire entre les cellules [57] et 
favorise une coordination de la vasomotion le long de l’arbre artériel [58]. Le potentiel 
membranaire n’est pas le seul signal transmis entre les CMLs. L’inositol 1,4-5 triphosphate 
(IP3) ou le Ca2+ peut être transmis de cellule en cellule par ces jonctions GAP ce qui participe 
à la modulation de l’état contractile des CMLs le long de la paroi vasculaire [59, 60].   
1.1.1.1.5 La projection myoendothéliale  
Mise en évidence au milieu du 20e siècle [61], la PME a été initialement décrite 
comme étant une protubérance de la CE au travers des fenestrations de la elastica interna des 
petites artères. Il avait été rapporté que ces protubérances parvenaient à entrer en contact direct 
avec les CMLs sous-jacentes (Figure 3). Depuis leurs premières observations, elles ont été 
étudiées dans plusieurs espèces animales, lits vasculaires ou par diverses techniques telles que 
la microscopie électronique [62-67].  À ce jour, il est maintenant bien connu que la PME est 
un microdomaine de signalisation primordial dans l’homéostasie vasculaire. Par contre, bien 
 
 8 
qu’un nombre grandissant de groupes de recherche s’intéressent aux PMEs, la dynamique de 
la formation de ces extensions cellulaires est toujours méconnue.  
L’occurrence du nombre de PMEs semble varier en fonction du diamètre artériel tout 
comme le nombre de fenestrations dans la LEI. Il a été rapporté qu’un plus grand nombre de 
PMEs est observé dans les artères de plus petit calibre comparativement aux artères de plus 
gros calibre [63, 68]. Cette observation est d’autant plus intéressante qu’en général, on 
constate un consensus concernant la plus grande importance des facteurs hyperpolarisants 
dérivés de l’endothélium (EDHF; Endothelium-Derived Hyperpolarizing Factor)  au niveau 
des artères de petit calibre comparativement aux artères de plus gros calibre [69]. L’EDHF est 
un phénomène menant à une vasodilatation et qui inclut plusieurs mécanismes localisés (bien 
que non exclusifs) dans la PME. Il semblerait qu’au niveau des artères de plus gros calibre (où 
l’occurrence des PMEs est moins grande), des mécanismes tels que le monoxyde d’azote (NO; 
pour Nitric Oxide) sont plus importants pour la vasodilatation dépendante de l’endothélium 
que l’EDHF. Ces mécanismes permettant de réguler le tonus vasculaire par l’endothélium 
seront décrits plus en détail dans la section 1.2. Bien que la relation «quantité de fenestrations» 
et «quantité de PMEs» ne semble pas directement établie, une plus grande quantité de PME a 
également été observée en condition d’HA [70]. Considérant que la projection semble être un 
lieu primordial pour le contrôle du tonus vasculaire, il est possible que cette différence soit le 
résultat d’un mécanisme de compensation afin de contrer l’élévation de la PA. 
Figure 3. Image représentative d'une projection myoendothéliale d'artère de muscle squelettique 
de hamster 
La projection myoendothéliale (flèche) correspond à la portion de la cellule endothéliale (EC) 
présente dans la fenestration de la lamina élastique interne (IEL) vers la cellule musculaire 




Cette structure anatomique est munie de jonctions de type GAP. La présence de ces 
jonctions permet un transfert de signaux [63] au niveau de la PME entre les deux types 
cellulaires. Ce transfert de signaux via les connexines (Cx) formant les jonctions GAP peut 
être des ions tels que le Ca2+ ou l’IP3 [71, 72]. Au niveau vasculaire, la littérature rapporte 
l’expression des Cx37, Cx40, Cx43 et parfois Cx45  [73-75]. Comme pour la communication 
CML-CML, les jonctions intercellulaires GAP de la PME permettent la transmission du 
potentiel membranaire entre les CEs et les CMLs [76]. Ce couplage électrochimique est 
primordial pour le contrôle du tonus vasculaire. 
1.1.1.2 Le système vasculaire veineux (circulation systémique)  
Le système vasculaire veineux fait face à des contraintes physiques qui le distingue du 
système artériel. Tout d’abord, il reçoit un débit en continu et constitue un système à très basse 
pression qui agit comme un réservoir sanguin. Il a été estimé que le système veineux 
comprend environ 80% du sang présent dans la circulation [77]. Les veines ont une plus faible 
proportion de CMLs qu’au niveau artériel résultant en une media moins importante et en un 
faible pouvoir de contraction [78]. Le sang circulant dans les veines doit fréquemment lutter 
contre la force gravitationnelle comme au niveau du retour veineux des membres inférieurs. 
Ainsi, la combinaison de basse pression et de gravité engendre une particularité de structure 
dans les veines comparativement aux artères. Les veines sont munies de valves tout le long de 
son réseau afin d’éviter le reflux sanguin («backflow»)  [79, 80]. Finalement, la différence 
d’oxygénation du sang entre le système veineux et artériel soumet les CEs de la paroi veineuse 
à un environnement différent pouvant affecter le phénotype de celles-ci. 
1.2. L’endothélium vasculaire 
Il est maintenant largement détaillé dans la littérature que l’endothélium est essentiel 
pour le maintien de l’homéostasie vasculaire et que ses fonctions sont fortement dépendantes 
des concentrations intracellulaires en Ca2+. Ainsi, il est intéressant de mettre en relief que la 
localisation de l’endothélium peut également affecter son phénotype et les fonctions 
spécifiques qu’il contrôle. 
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1.2.1 L’endothélium, bien plus qu’une barrière 
Au niveau historique, l’endothélium a longtemps été perçu comme une simple barrière 
physique entre le sang et les composantes de la paroi vasculaire sous-jacentes aux CEs [81]. 
Cependant, l’endothélium ne fait pas uniquement que limiter physiquement l’accès des 
composantes sanguines aux cellules, tissus et organes. Il est un organe paracrine qui présente 
une pléiade de fonctions diversifiées. 
Les rôles fonctionnels de l’endothélium ont entre autres été mis en évidence par Robert 
F. Furchgott. Ce chercheur est la preuve que des erreurs peuvent parfois mener à de grandes 
découvertes scientifiques. L’acétylcholine (ACh) est reconnue à ce jour pour être un puissant 
vasodilatateur in vivo. Par contre, lors d’expériences publiées en 1953 utilisant des anneaux 
aortiques de rats, Dr Furchgott observait une vasoconstriction suite à l’application d’ACh dont 
l’amplitude variait en fonction des préparations [82]. C’est plusieurs années plus tard qu’il prit 
conscience que lors de ses premières manipulations expérimentales, l’endothélium était 
accidentellement détaché de la paroi vasculaire. C’est ainsi que Dr Furchgott a observé la 
portion dépendante de l’endothélium dans la relaxation induite par l’ACh qui découlait de la 
production d’une molécule diffusible par les CEs. Ces résultats ont été publiés dans Nature et 
cet article constitue un classique en biologie vasculaire [83]. Ce facteur diffusible stimulait la 
production de guanosine monophosphate cyclique (GMPc) dans les CML [84, 85]. C’était le 
début de l’identification des facteurs relaxants dérivés de l’endothélium (EDRF; pour 
Endothelium-Derived Relaxing Factor) [86]. Dr Furchgott a reçu le prix Nobel de Médecine 
en 1998 en compagnie de Dr Ignarro et Murad pour l’identification du NO comme facteur 
vasorelaxant produit par les CEs et de la voie du GMPc [84, 85]. 
1.2.2 L’hétérogénéité de l’endothélium 
Le phénotype des CEs diffère en fonction des spécificités fonctionnelles et des 
contraintes physiques qu’engendre leur localisation. Cette hétérogénéité constitue une 
adaptation de l’endothélium à son environnement ce qui peut mener à des changements 
morphologiques, métaboliques, phénotypiques ou génotypiques divers  [87-89].  
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Les différents types d’endothéliums peuvent être caractérisés en termes de 
«continuité». L’endothélium est continu lorsqu’il est ancré sur une membrane basale continue 
et lorsque le contact cellule-cellule est maintenu par des jonctions intercellulaires serrées ou 
adhérentes [87]. On le retrouve dans la majorité du réseau vasculaire. Cet endothélium peut 
être fenestré ou non-fenestré (Figure 4). La « fenêtre » est comparée à un large pore muni d’un 
diaphragme et généré par un amincissement d’une portion de la CE favorisant le transport de 
part et d’autre de la cellule [90]. L’endothélium continu et fenestré est observé dans les 
capillaires et les organes présentant des fonctions de filtration comme le rein ou les glandes 
[87, 91, 92]. L’endothélium discontinué ou sinusoïdal tel qu’observé dans le foie [93] est 
similaire à endothélium fenestré, mais présente de très larges pores caractérisés par une 
absence de diaphragme (Figure 4) [94].   
Les CEs de la vasculature cérébrale sont un exemple parfait des spécificités de 
l’endothélium en fonction de sa localisation [95]. L’endothélium cérébral est non-fenestré et 
présente une haute densité de jonctions intercellulaires ce qui permet de limiter l’accès des 
diverses molécules et composantes de la circulation sanguine aux tissus neuronaux (barrière 
Figure 4. Schématisation de l'hétérogénéité de l'endothélium. 
L’endothélium continu et non-fenestré repose sur une membrane et présente une forte 
expression de jonctions serrées et adhérentes. L’endothélium continu et fenestré repose sur une 
membrane et présente des pores munis de diaphragme. L’endothélium discontinu ou sinusoïdal 




hématoencéphalique) [96]. Les propriétés hémodynamiques peuvent également induire des 
spécificités endothéliales génotypiques et phénotypiques [97]. Il a entre autres été démontré 
que les CEs du système veineux, plus particulièrement au niveau post-capillaire, présentent un 
patron d’expression des molécules d’adhésion particulier permettant la migration des cellules 
inflammatoires au travers de la paroi veineuse en condition pro-inflammatoire [98-100]. Ceci 
serait dû en partie à la réduction des contraintes de cisaillement [100] comparativement aux 
CEs qui bordent la microcirculation artérielle où les forces de cisaillement sont élevées [101]. 
1.2.3 Les fonctions endothéliales 
L’endothélium est impliqué dans plusieurs fonctions vasculaires ce qui le met au cœur 
du maintien de l’homéostasie vasculaire. Il participe au processus d’angiogenèse et 
d’artériogenèse, aux mécanismes d’agrégation plaquettaire, à la régulation de la perméabilité 
vasculaire ou à la régulation du tonus vasculaire. Son dysfonctionnement est largement associé 
à plusieurs pathologies cardiovasculaires telles que l’athérosclérose ou l’HA. 
 1.2.3.1 L’angiogenèse et l’artériogenèse 
L’angiogenèse est généralement initiée par une condition d’hypoxie ou une ischémie 
[102, 103] telle qu’observée en condition d’athérosclérose où la paroi vasculaire est 
hypertrophiée [104]. L’endothélium possède un rôle important dans le mécanisme 
d’angiogenèse puisqu’il joue un rôle d’initiateur ainsi que sur l’ensemble du processus. En 
réponse à l’hypoxie, la cellule exprime le facteur inductible par l’hypoxie (HIF-α; pour 
Hypoxia Inductible Factor) qui module l’expression génique du facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire (VEGF; pour Vascular Endothelial Growth Factor) [105]. La liaison 
du VEGF au récepteur tyrosine-kinase de type 2 du VEGF (VEGFR-2) sur la CE mène à 
l’activation de métalloprotéinases qui dégradent la matrice extracellulaire [106, 107]. S’en 
suivra  la migration et l’alignement des CEs qui est guidée par un gradient de VEGF  afin de 
créer un bourgeonnement similaire à un capillaire [108-110].  
Pour sa part, l’artériogenèse est initiée par un stress mécanique [111]. On peut 
également le percevoir comme le mécanisme responsable de la maturation des vaisseaux 
néoformés par l’angiogenèse. Il a été démontré qu’un stress mécanique tel que l’augmentation 
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des contraintes de cisaillement due à l'élévation du flot sanguin  modifie le patron d’expression 
des molécules d’adhésion de l’endothélium par une augmentation de la présence du récepteur 
ICAM-1 (pour Intercellular Adhesion Molecule 1). Ceci favorise l’adhésion de monocytes à 
la paroi vasculaire [112, 113]. De plus, les contraintes de cisaillement induisent la production 
par l’endothélium de molécules chemioattractantes pour les monocytes telles que la protéine 
chemioattractante de monocyte 1 (MCP-1 pour Monocyte Chimoattractant Protein 1) [114, 
115]. Les monocytes s’infiltrent par la suite dans la paroi vasculaire, se différencient en 
macrophage et sécrètent des facteurs [116, 117] permettant le remodelage vasculaire [113, 
118, 119]. L’endothélium est une composante primordiale dans ce processus puisqu’il est 
l’élément permettant l’ancrage des monocytes à la paroi.  
 1.2.3.2 L’adhésion et l’agrégation plaquettaire 
L’agrégation plaquettaire est définie comme étant la capacité des plaquettes à adhérer 
entre elles ce qui survient sporadiquement afin de colmater les lésions des vaisseaux sanguins 
[120]. Il est suggéré que la dysfonction endothéliale favorise l’adhésion des plaquettes à la 
paroi vasculaire telle qu’observée en athérosclérose [121]. Par ailleurs, une altération des 
mécanismes d’agrégation plaquettaire peut générer des thrombus menant à des arrêts 
cardiovasculaires ou des accidents cérébraux vasculaires [122, 123]. Ainsi, l’agrégation 
plaquettaire n’est ni souhaitée ni observée en condition physiologique et l’endothélium 
participe fortement dans l’inhibition de ce mécanisme réparateur [124, 125]. 
L’adhésion des plaquettes à la paroi vasculaire est généralement initiée par l’exposition 
de la matrice extracellulaire localisée sous les CEs ce qui induit une zone de turbulence du 
flux sanguin (Figure 5) [126]. Le relargage du facteur de von Willebrand (vWF pour von 
Willebrand Factor) localisé dans les corps de Weibel-Palade de l’endothélium [127] permet 
l’adhésion des plaquettes à la paroi vasculaire par la liaison des récepteurs GPIb plaquettaire 
aux vWFs [128]. L’adhésion est renforcie par l’activation du récepteur GPIIb/IIIa (αIIbβ3) et la 
liaison de récepteurs plaquettaires au collagène de la matrice extracellulaire [129]. Cette 
adhésion enclenche une série de réactions enzymatiques qui stimulent l’interaction plaquette-
plaquette [130-132]. La thrombine libérée par les plaquettes activées contribue à la 
stabilisation de l’agrégat par la conversion du fibrinogène en fibrine [133]. 
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L’effet antiagrégant de l’endothélium est médié par l’effet du NO sur les plaquettes. Le 
NO induit une augmentation intracellulaire de GMPc plaquettaire [125, 134] qui agit en 
limitant l’activation des récepteurs à la thromboxane A2 (TXA2) plaquettaire [135]. La TXA2 
est une molécule sécrétée par les plaquettes et l’endothélium [136] qui engendre une 
augmentation intracellulaire de Ca2+ au niveau de la plaquette favorisant l’agrégation 
plaquettaire en activant GPIIb/IIIa [137]. L’effet du NO sur la plaquette permet donc de 
limiter l’effet agrégeant de la TXA2. De façon intéressante, les plaquettes activées libèrent des 
facteurs tels que l’adénine diphosphate (ADP) ou l’ATP qui agissent sur l’endothélium [138]. 
Lorsque l’endothélium est fonctionnel, ces facteurs activent des voies favorisant la production 
NO [139] qui agit en boucle de rétroaction négative afin d’inactiver les plaquettes [140].  
 1.2.3.3 La perméabilité vasculaire 
La perméabilité vasculaire est la capacité des molécules à cheminer entre le sang et les 
tissus sous-jacents. Ces molécules doivent franchir la monocouche endothéliale qui module 
Figure 5. Mécanisme d'agrégation plaquettaire à la paroi vasculaire. 
Les plaquettes se lient via leurs récepteurs GPIb aux facteurs de von Willebrand (vWF) 
présents dans la paroi vasculaire et sécrétés par l’endothélium («tathering»). Cette liaison sera 
renforcie («cohesion») par la liaison du récepteur GPIIb/IIIa (αIIbβ3) plaquettaire au facteur de 
vWF dans la paroi vasculaire. Finalement, une série de réactions enzymatiques favorisera la 
liaison de GPIIb/IIIa au fibrinogène (stabilisation). De : [5] 
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son niveau d’«ouverture» en fonction de la demande. La voie d’entrée est déterminée 
principalement en fonction de la taille de la molécule. Les molécules de plus petites tailles 
(moins de 3 nm) empruntent généralement la voie paracellulaire (1) qui permet de passer la 
barrière endothéliale via les jonctions intercellulaires serrées ou adhérentes qui connectent les 
CEs entre elles [141] et qui sont entre autres formées de la VE-cadhérine [142, 143]. Inhiber la 
fonction de cette protéine engendre sa redistribution et un réarrangement du cytosquelette 
d’actine qui favorise une augmentation de la perméabilité de la monocouche de CE [144]. La 
réorganisation du cytosquelette ainsi que le désassemblage de la VE-cadhérine à la membrane 
plasmique semblent modulés par les variations intracellulaires en Ca2+ induites par l’ouverture 
des canaux TRPs (pour Transient Receptor Potential)  à la membrane plasmique [145]. Les 
molécules de plus grosse taille (>10 nm) empruntent principalement la voie de transport de 
type transcellulaire (2) [146, 147]. Ce processus permet aux macromolécules de passer 
littéralement au travers de la cellule via un système de vésicules qui agit comme navette entre 
le côté apical et basolatéral de l’endothélium. Ces vésicules sont observées à des sites enrichis 
en calvéoles [146] et sont internalisées par un mécanisme nécessitant l’activité enzymatique 
GTPase de la dynamine localisée au collet de l’invagination [148].   
La régulation de la perméabilité est un élément primordial dans plusieurs processus 
physiopathologiques. À titre d’exemple, une augmentation de perméabilité est observée dans 
le processus d’angiogenèse où une désorganisation du contact cellule-cellule est nécessaire 
afin de permettre le bourgeonnement de nouveaux vaisseaux. En effet, le VEGF engendre 
l’internalisation de la VE-cadhérine ce qui promeut la perméabilité vasculaire [149].  
 1.2.3.4 Le tonus vasculaire 
Le tonus vasculaire est décrit comme étant la résultante de l’état contractile des CML. 
Il découle d’une balance entre les mécanismes de contraction et de relaxation permettant de 
contrôler la résistance périphérique, composante primordiale dans la détermination de la PA 
[150, 151]. Ainsi, une altération de ces mécanismes peut se traduire par une modification de la 
PA ce qui est un facteur de risque important de plusieurs pathologies vasculaires [152, 153]. 
Dans le cadre de cette thèse, une emphase sera mise sur le rôle de l’endothélium dans la 
régulation du tonus vasculaire puisque les mécanismes étudiés influencent cette fonction. 
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1.2.3.4.1 Régulation endothéliale de la relaxation des CML 
 Les mécanismes qui promeuvent la relaxation des CMLs sont nombreux et leur 
importance est variable entre autres en fonction de la localisation dans l’arbre vasculaire. On 
retrouve parmi ces mécanismes le NO, la prostacycline (PGI2) et l’EDHF [154].  
1.2.3.4.1.1 Monoxyde d’azote (NO) 
 La découverte du NO comme molécule vasodilatatrice produite par l’endothélium fut 
l’une des plus grandes découvertes dans le domaine de la biologie vasculaire du 20e siècle. Le 
NO est une molécule diffusible vasoactive produite au niveau de l’endothélium par la NOS-3. 
La NOS est traduite sous une forme monomérique qui continent un domaine réductase et un 
domaine oxygénase couplés à un groupement hème (Figure 6) [155]. La production de NO 
dépend essentiellement de 3 composantes : 1) la dimérisation de la NOS en présence de 
tétrahydrobioptérine (BH4) [155]; 2) des cofacteurs, la flavine adénine dinucléotide (FAD) et 
la flavine mononucléotide (FMN) [156]; et 3) des substrats, la nicotinamide adénine 
Figure 6. Mécanismes de production de monoxide d’azote et de l'anion superoxyde par la NOS-
3. 
La NOS-3 produit le monoxyde d’azote (NO) en présence du BH4, de la L-arginine, de l’O2 et 
du NADPH. Lors d’une réduction de la biodisponibilité du BH4, la NOS-3 est « découplée » 
favorisant la production de l’anion superoxyde (O2• -).NOS-3 (eNOS) : Endothéliale oxyde 
nitrique synthase,   BH4 : Tétrahydrobioptérine, NADPH : Nicotinamide adénine dinucléotide 
phosphate à l’état réduit, NADP : Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate, O2 : Oxygène, 
CaM : Calmoduline, Fe : Fer (hème), e- : Électron, FAD : Flavine adénine dinucléotide, FMN : 




dinucléotide phosphate à l’état réduit (NADPH) et la L-arginine. La L-arginine en présence 
d’O2 est transformée en L-citrulline et en NO [157]. On réfère généralement la forme 
monomérique de la NOS à une forme «découplée». Dans cette condition, le monomère ne peut 
lier les cofacteurs nécessaires à la production du NO et produit plutôt du stress oxydant sous 
forme d’anion superoxyde (O2• -) [158, 159]. Cette condition est particulièrement observée en 
dysfonction endothéliale où un débalancement entre la production de NO et d’O2• - est constaté 
[160, 161].  
L’effet du NO sur la relaxation des CMLs est médié par la stimulation de la guanylate 
cyclase soluble (GCs) qui produit le GMPc [85]. La PKG activée par le GMPc réduit la 
disponibilité du VDCC à la membrane plasmique [162, 163] et réduit la concentration 
intracellulaire en Ca2+ en inhibant les récepteurs à l’IP3 (IP3R)  [164, 165] ou en favorisant 
l’activité de la pompe SERCA (pour Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum Calcium-ATPase) 
[166, 167]. Cette diminution du Ca2+ intracellulaire permet la relaxation des CML en mettant 
fin aux mécanismes de contraction. De plus, la concentration intracellulaire de GMPc favorise 
l’activité des canaux potassiques induisant l’hyperpolarisation de la CML et la fermeture 
subséquente des VDCC  (Figure 7) [168, 169]. 
La NOS-3 est contrôlée par plusieurs mécanismes qui incluent des modifications post-
traductionnelles permettant de modifier sa localisation intracellulaire [170-172]. Il a été 
démontré que son activité est dépendante du Ca2+ via la liaison directe du complexe Ca2+/CaM 
[51, 173] ce qui favorise la dimérisation [50], augmente l’activité réductase de l’enzyme [174] 
et favorise sa dissociation de la membrane [175]. La NOS-3 est inactive lorsqu’ancrée à la 
membrane plasmique. La liaison du complexe Ca2+/CaM favorise son détachement de la 
cavéoline et son activation [175]. La dépendance au Ca2+ de la NOS-3 peut également être 
indirecte par sa phosphorylation via des kinases Ca2+-dépendantes comme la protéine kinase II 
dépendante du complexe Ca2+/CaM (CaMKII; Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase II) 
[176, 177].  
1.2.3.4.1.2 La prostacycline (PGI2)   
La PGI2 est un composé vasoactif de la famille des prostanoïdes produit par 
l’endothélium. Elle découle du métabolisme des acides arachidoniques (AA) et est générée par 
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l’activation de la voie des cyclo-oxygénases (COX) [178]. L’activation de la cascade 
enzymatique des COX peut également mener à la production de la TXA2 [179] qui a un effet 
vasoconstricteur. La PGI2 et la TXA2 dérivent du même précurseur, soit les prostaglandines H2 
(PGH2) [178]. La réaction enzymatique permettant l’isomérisation de la PGH2 en PGI2 est 
effectuée par la prostacycline synthase (PTGIS) [178]. Considérant leurs effets opposés, la 
balance entre la production de PGI2 et de TXA2 doit être finement régulée. En situation de 
dysfonction endothéliale, un débalancement entre la production de ces 2 facteurs vasoactifs 
favorise la production de TXA2 [180]  et donc, la vasoconstriction [181].  
L’effet de la PGI2 sur la vasodilatation est médié par diverses voies de signalisations au 
niveau des CMLs sous-jacentes. La plus décrite implique l’activation du récepteur à la PGI2 
Figure 7. Schématisation simplifiée des mécanismes d’actions du monoxyde d’azote et de la 
prostacycline. 
Le monoxyde d’azote (NO) favorise la production de guanosine monophosphate cyclique 
(GMPc) au niveau des cellules musculaires lisses (CML) en stimulant la guanylate cyclase 
soluble (GCs). Le GMPc active la protéine kinase G (PKG) qui diminue la concentration 
intracellulaire de calcium (Ca2+) induisant la relaxation. La prostacycline (PGI2) découle du 
métabolisme des acides arachidoniques (AA) par les cyclo-oxygénases (COX). Les COX 
produisent la prostaglandine (PGH2) qui est métabolisée en PGI2 par la PGI2 synthase (PTGIS). 
La PGI2 induit la production d'adénosine monophosphate cyclique (AMPc) en liant son 
récepteur (IP) sur la CML. L’AMPc active la protéine kinase A (PKA) qui active des 
mécanismes réduisant les concentrations intracellulaires en Ca2+ menant ainsi à la relaxation. 
LEI: Lamina élastique interne, CE: cellule endothéliale, AC: Adénylate cyclase  
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(IP) couplé à la protéine G induisant une augmentation d’adénosine monophosphate cyclique 
(AMPc) intracellulaire [182-184]. L’AMPc active la protéine kinase A (PKA) ou la protéine 
d’échange activée par l’AMPc (Epac) [185]. L’activation de la PKA subséquente à la liaison 
de la PGI2 ou d’analogue de la PGI2 aux récepteurs membranaires module l’activité des 
canaux potassique (K+; potassium) de grandes conductances dépendants du Ca2+ (BKCa) ainsi 
que les canaux potassiques modulés par l’ATP (KATP) [186-188]. L’activation indépendante de 
l’AMPc des canaux potassiques à rectification entrante (Kir) exprimés par les CML a 
également été rapportée comme étant modulée par la liaison de la PGI2 [189]. Dans ces trois 
cas, l’ouverture de ces canaux K+ engendre une sortie de K+, l’hyperpolarisation et la 
relaxation subséquente de la CML. De plus, il a été soulevé que l’activation de PKA et d’Epac 
suite à une augmentation d’AMPc dans les CMLs réduit la libération de Ca2+ du RS affectant 
ainsi le Ca2+ disponible pour la contraction (Figure 7) [190]. 
1.2.3.4.1.3 Les facteurs hyperpolarisants dérivés de l’endothélium 
(EDHF) 
 Les mécanismes inclus dans l’EDHF sont définis comme étant les voies favorisant 
l’hyperpolarisation des CMLs et qui sont résistantes à l’inhibition de la NOS-3 et des COX 
[191, 192]. Malgré son appellation qui laisse sous-entendre que l’EDHF est constitué de 
facteurs diffusibles par l’endothélium, il est également composé de voies de signalisation qui 
n’impliquent pas la production et libération de facteurs. Nonobstant le nombre grandissant 
d’études caractérisant l’EDHF, la liste des mécanismes qui le compose n’est pas un consensus 
et varie dans la littérature. Il sera donc décrit dans cette sous-section les mécanismes 
généralement acceptés dans l’EDHF et qui sont les plus définis dans la littérature (Figure 8). 
Les canaux potassiques Ca2+-dépendants (KCa) et le potassium (K+) 
 L’endothélium natif exprime à sa membrane plasmique les canaux potassiques 
dépendants du Ca2+ (KCa) de faible conductance (KCa2.3 ou SKCa pour small conductance 
Ca2+-activated K+ channel) et de conductance intermédiaire (KCa3.1 ou IKCa pour 
intermediate conductance Ca2+-activated K+ channel) [193]. Ces canaux sont activés par la 
liaison du Ca2+ à la CaM constitutivement liée au canal et laissent sortir du K+ de la cellule 
selon le gradient électrochimique de cet ion [194, 195]. La sortie de K+ rend l’espace 
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intracellulaire plus négatif et la membrane plasmique hyperpolarisée. La littérature relate une 
plus grande importance de cette voie de signalisation dans la microcirculation 
comparativement à la macrocirculation. En effet, il a été démontré que la relaxation induite 
suite à l’ACh est entièrement dépendante du NO dans l’aorte (macrocirculation) 
comparativement aux artères mésentériques (microcirculation) de rat qui présentent une 
relaxation suite à l’ACh qui résiste à l’inhibiteur de la NOS [69]. Tel que décrit auparavant, la 
microcirculation a tendance à présenter une plus grande abondance de PMEs [63, 68]. Il a été 
démontré que la distribution spatiale des KCa3.1 dans l’endothélium est exclusive aux PMEs 
[196-198]. Pour sa part, KCa2.3 ne semble pas présenter une expression spécifique aux PMEs 
[198]. La proximité de ces canaux dans l’endothélium avec les jonctions GAP favorise un 
transfert efficace des fins changements de potentiel membranaire aux CMLs sous-jacentes.   
Figure 8. Schématisation simplifiée des mécanismes impliqués dans l'EDHF. 
Les facteurs hyperpolarisants dérivés de l’endothélium (EDHF) incluent les Kca, le nuage 
potassique, la pompe Na+/K+ ATPase, les jonctions GAP, les EET, les HETE et le H2O2. Il 
induisent l’hyperpolarisation de la membrane endothéliale (CE) et subséquemment de la 
membrane de la cellule musculaire lisse (CML) permettant ainsi la relaxation de la CML.  
LEI : Lamina élastique interne, H2O2 : Peroxyde d’hydrogène, Ca2+ : Calcium, KCa : Canaux 
potassiques dépendants du Ca2+, Kir : Canaux potassiques à rectification entrante, K+ : 
Potassium, Na+ : Sodium, PLA2 : Phospholipase A2, P450 : Cytochrome P450, Lox : 





 L’ouverture des KCa de la PME augmente la concentration extracellulaire locale de K+ 
due à l’espace restreint de la zone intercellulaire, phénomène retrouvé sous le nom de «nuage 
potassique». Le nuage potassique a un effet potentialisateur sur l’hyperpolarisation des CMLs 
subjacentes. Les Kir ont une plus grande conductance sortante en présence d’une augmentation 
du K+ extracellulaire.  Ainsi, la sortie de K+ de la CE induit une sortie de K+ de la CML par les 
Kir ce qui participe à l’hyperpolarisation de la CML [199, 200]. En plus de l’activation des Kir, 
il est suggéré que le nuage potassique active les pompes Na+/K+-ATPase des CMLs [201]. 
Cette pompe fait sortir 3 ions sodium (Na+) pour 2 ions K+ par molécule d’ATP hydrolysée 
[202] résultant en une diminution des charges positives intracellulaire qui potentialise 
l’hyperpolarisation. Malgré plusieurs évidences suggérant un rôle de cette pompe dans 
l’EDHF [198, 201, 203], cette voie est souvent sous-estimée ou omise lorsque l’EDHF est 
abordé probablement dû à la complexité des expériences pouvant confirmer son rôle ainsi qu’à 
l’utilisation d’inhibiteurs non spécifiques [204].   
Les jonctions communicantes GAP 
Les CEs et les CMLs sont électriquement couplées par les jonctions intercellulaires de 
type GAP qui relient les deux types cellulaires uniquement au niveau des PMEs [76]. Les 
jonctions communicantes GAP sont considérées comme étant une partie intégrante de l’EDHF 
bien qu’à elles seules, elles ne constituent pas un mécanisme en soit, mais bien un outil de 
transfert de signaux entre les CEs et CMLs [74, 205]. Ainsi, l’hyperpolarisation de 
l’endothélium induite par l’ouverture des canaux KCa décrite ci-dessus est transmise aux 
CMLs subjacentes. Cette hyperpolarisation n’est pas favorable à l’ouverture des VDCC des 
CMLs ce qui diminue l’entrée de Ca2+ menant à la relaxation de la CML. 
Les dérivés des acides arachidoniques (AA)  
La voie dérivée des AA est particulière puisqu’elle entraine la formation de plusieurs 
métabolites vasoconstricteurs ou vasodilatateurs. Dans la littérature, il est considéré que la 
portion de cette voie incluse dans l’EDHF correspond à la portion hyperpolarisante qui est 
indépendante des COX [206]. La voie dérivée des AA découle de l’activation d’une 
phospholipase A2 (PLA2) qui possède une activité dépendante du Ca2+. Une fois activée, la 
PLA2 clive les phospholipides membranaires résultant en la libération d’acides gras insaturés 
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de type AA [206]. En ce qui concerne la portion incluse dans l’EDHF, ces AA peuvent être 
convertis en seconds messagers vasorelaxants soit par le cytochrome P450 [207, 208], soit par 
les lipooxygénases. Ces dérivés vasoactifs incluent les acides époxyeicosatriénoïques (EET) 
[209] et les acides hydroxyeicosatetraenoïques (HETE) [210, 211]. Il a été proposé que leur 
effet hyperpolarisant est médié par l’activation de canaux BKCa des CMLs [212-214].  
Le peroxyde d’hydrogène (H2O2) 
 L’implication du peroxyde d’hydrogène (H2O2) dans l’EDHF est plus complexe à 
définir considérant son rayon d’action limité puisqu’il est hautement réactif, mais également à 
cause du nombre de cibles potentielles [215, 216]. Cette molécule peut être produite par 
l’endothélium et par le muscle lisse. Il est suggéré que l’effet du H2O2 dans l’EDHF est médié 
via l’oxydation de protéines impliquées dans les dynamiques calciques endothéliales ou par 
l’effet direct du H2O2 sur les KCa endothéliaux ce qui favorise leur activité [217-219]. Le H2O2 
favorise également l’activation des BKCa du muscle lisse dont l’activation engendre la sortie 
de K+ et l’hyperpolarisation de la CML [220]. 
1.2.3.4.2 Régulation endothéliale de la contraction des CML 
L’endothélium produit des facteurs ou active des voies de signalisation pouvant 
favoriser la contraction des CMLs dont les plus connus seront décrits subséquemment (Figure 
9). Ils sont également appelés facteurs constricteurs dérivés de l’endothélium (EDCF pour 
Endothelial-Derived Constricting Factor). La balance entre la production de facteurs ou de 
l’activation de mécanismes vasodilatateurs et vasoconstricteurs par l’endothélium est 
primordiale afin de maintenir une homéostasie vasculaire adéquate.  
La thromboxane A2 (TXA2) 
 La TXA2 est l’exemple qui représente le plus fidèlement cette balance entre la 
production de facteurs constricteurs et relaxants par l’endothélium. La TXA2 découle du 
même précurseur que la PGI2, EDRF également produit par l’endothélium par la voie des 
COX [178]. En condition physiologique, la production de la PGI2 est favorisée. Par contre, 
une altération dans la production de ces 2 facteurs au profit de la TXA2 est fréquemment 
observée en condition de dysfonction endothéliale [180] ou de vieillissement [221, 222]. Il est 
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suggéré que l’augmentation de l’EDCF dépendant des COX réduit la production de NO qui a 
un effet inhibiteur sur la TXA2 [223, 224]. Ceci concorde avec la réduction de la 
biodisponibilité du NO observée en dysfonction endothéliale [160, 161]. 
 Au niveau des CMLs, l’effet médié par la liaison de la TXA2 à son récepteur (TP) est 
la contraction de la CML [136]. Le récepteur TP est un récepteur à 7 passages 
transmembranaires couplé aux protéines G (GPCR pour G Protein-Coupled Receptor) [225] 
qui mène à l’activation de la phospholipase C (PLC) [226]. Tel qu’il sera décrit plus en 
profondeur dans la section 1.3, l’activation de la PLC induit la production d’IP3 qui peut se lier 
à son récepteur au niveau du réticulum [227]. Ceci induit une augmentation du Ca2+ 
intracellulaire et la contraction de la CML. La liaison de TXA2 à son récepteur active 
également la protéine RhoA suivie de la Rho kinase ce qui favorise la phosphorylation de la 
Figure 9. Schématisation simplifiée des mécanismes de contraction dépendants de 
l'endothélium. 
Ces mécanismes incluent la voie de l’angiotensine II (ANGII), de la thromboxane A2 (TXA2) 
ainsi que de l’endothéline 1 (ET-1). La cellule endothéliale (CE) produit  l’ANGII via 
l’enzyme de conversion de l’angiotensine (ACE) à sa surface. Lorsque l’ANGII lie son 
récepteur sur la cellule musculaire lisse (CML), il induit une augmentation de calcium (Ca2+) 
intracellulaire par la voie de la phospholipase C (PLC) menant à la contraction. La TXA2 
découle du métabolisme des acides arachidoniques (AA) par les cyclo-oxygénases (COX). La 
prostaglandine (PGH2) est métabolisée via la thromboxane synthase (TxAS) en TXA2. La 
TXA2 active des Rho-kinase (Rho-K) de la CML menant à la phosphorylation de la MLCP et à 
la contraction. L’ET-1 produit au niveau de la CE agit sur la CML en activant la PLC. LEI: 
Lamina élastique interne, DAG: Diacylglycérole, IP3: Inositol 1,4-5 triphosphates, ETA/ETB: 
Récepteur à l’ET-1 de type A/B, AT1: Récepteur à l’ANGII de type 1, ANGI: Angiotensine I, 




MLCP [228, 229]. Sa phosphorylation réduit son l’activité, prolongeant ainsi l’état 
phosphorylé et activé des chaines de myosines [229]. D’autre part, la TXA2 réduit 
l’hyperpolarisation dépendante de l’endothélium en diminuant l’activité des canaux K+ 
dépendant du Ca2+ dans l’endothélium [230] ou dans les CMLs [231]. Une hyperpolarisation 
moins importante permettrait probablement une inactivation plus lente des VDCC menant à un 
prolongement de l’état de contraction. Cependant, les mécanismes impliqués n’ont pas été mis 
en évidence lors de ces études.  
L’angiotensine II (ANGII) 
 L’ANGII est un composé vasoactif complexe de par son processus de synthèse en 
cascade impliquant plusieurs réactions endocriniennes et enzymatiques, mais également par 
ses sites de production et d’action variés. Nombreuses sont les publications rapportant son 
importance dans la régulation de la PA et son débalancement en conditions pathologiques 
telles que l’HA [232, 233]. Physiologiquement, la synthèse de l’ANGII via le système 
rénine/angiotensine est initiée par une diminution de la PA détectée par les barorécepteurs du 
rein [234] ce qui induit la production de la rénine par les cellules de l’appareil juxta 
glomérulaire [234, 235]. La rénine est une hormone clivant l’angiotensinogène en circulation 
(essentiellement produit par le foie) afin de générer l’angiotensine I [236]. L’angiotensine I est 
par la suite métabolisée localement en ANGII par l’enzyme de conversion de l’angiotensine 
(ACE) qui se retrouve à la membrane plasmique de certains types cellulaires comme 
l’endothélium [237]. L’endothélium produit donc localement de l’ANGII qui agit sur l’état de 
constriction des vaisseaux.  
Au niveau vasculaire et de façon physiologique, l’ANGII se lie principalement aux 
récepteurs à l’ANGII de type 1 (AT1) localisés sur les CMLs ainsi que sur les CEs [238]. Cette 
liaison active la voie de la PLC/IP3/diacylclycérol (DAG) menant à une augmentation du Ca2+ 
intracellulaire [238]. Bien que l’augmentation de Ca2+ au niveau endothélial active 
principalement des mécanismes favorisant la relaxation musculaire, il semble que l’activation 
en parallèle des AT1 au niveau musculaire lisse prédomine et que la résultante est plutôt un 
effet constricteur [233]. Ainsi, l’infusion d’ANGII est communément utilisée dans la 
littérature comme modèle d’induction d’HA [239].  
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L’endothéline-1 (ET-1)  
L’endothéline 1 (ET-1) est un peptide vasoactif synthétisé par l’endothélium [240]. 
L’ET-1 active plusieurs voies de signalisation résultant en la contraction des CMLs sous-
jacentes, bien que certaines voies menant à la relaxation puissent être parallèlement activées 
par ce peptide [45]. L’ET-1 peut se lier à 2 types de GPCR, soit le récepteur à l’endothéline de 
type A (ETA) et de type B (ETB). Au niveau vasculaire, l’ETB est retrouvé sur les CEs ainsi 
que les CMLs comparativement aux ETA qui sont observés uniquement sur les CMLs [241, 
242]. L’activation de l’ETA et l’ETB des CML active la voie de la PLC-IP3 [243, 244] ce qui 
augmente la concentration intracellulaire en Ca2+. Lors d’une stimulation avec l’ET-1, une 
augmentation rapide de la phosphorylation des chaines légères de myosine est observée, 
phénomène menant à la contraction de la CML [245].  
Il est suggéré que l’effet constricteur de l’ET-1 peut être associé avec l’activité de la 
NOS-3 [246]. Par contre, cette interrelation entre l’ET-1 et le NO est complexe. D’une part, 
les inhibiteurs de NOS tels que le L-NAME (pour L-NG-Nitroarginine Methyl Ester) amènent 
une augmentation de la libération d’ET-1 [247] comparativement aux donneurs de NO tels que 
le SNAP (pour S-Nitroso-N-Acetyl-D,L-Penicillamine) qui réduit la sécrétion d’ET-1 [248].  
D’autre part, il semblerait que ET-1 peut moduler l’expression de la NOS [249], favoriser son 
activation [250] ou réduire la disponibilité de ses substrats [251]. Ainsi, une condition de 
dysfonction endothéliale généralement associée à un environnement favorable pour la 
vasoconstriction pourrait être associée à une réduction de la biodisponibilité du NO corrélée 
avec une augmentation de l’effet constricteur d’ET-1 [252]. 
1.3. Le calcium endothélial 
Quel que soit le type cellulaire dont il est question, le Ca2+ cytosolique est un second 
messager important pour l’ensemble des fonctions cellulaires, que ce soit pour l’expression 
génique, les fonctions métaboliques ou pour des fonctions spécifiques [253-255]. Lorsque l’on 
se concentre sur un type cellulaire précis, il est constaté que ses fonctions spécifiques sont 
finement modulées par le Ca2+. De plus, il est établi qu’une augmentation prolongée de Ca2+ 
intracellulaire est fortement dommageable pour la cellule, découlant en l’activation des 
cascades apoptotiques (i.e menant à la mort cellulaire) [256, 257]. Un dérèglement de ces 
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dynamiques est également associé à des dysfonctions cellulaires ce qui met en relief 
l’importance de bien comprendre les dynamiques calciques intracellulaires ainsi que leurs 
mécanismes de régulation. Les progrès technologiques des dernières décennies nous 
permettent maintenant d’observer des changements de fluorescence associés à de fins 
mouvements ioniques comme le Ca2+ présentant des cinétiques très rapides de l’ordre des 
millisecondes, de faibles amplitudes ainsi qu’une localisation cellulaire restreinte. C’est entre 
autres l’arrivée du microscope confocal à double disque rotatif (i.e « spinning disk ») dans les 
années 2000 qui a favorisé l’avancement rapide de la cueillette de données scientifiques et qui 
nous a permis de caractériser une variété de signaux calciques intracellulaires [258, 259].  
1.3.1 L’origine du calcium cytosolique endothélial 
Au niveau de l’endothélium, le Ca2+ cytosolique peut provenir de 3 compartiments 
principaux distincts i.e le réticulum endoplasmique (RE), la mitochondrie et le milieu 
extracellulaire, bien que le Ca2+  puisse également provenir d’autres localisations telles que le 
noyau [260]. Les mécanismes qui permettent le passage du Ca2+ de chacun des compartiments 
au milieu cytosolique et vice versa sont complexes et incluent plusieurs effecteurs. Cette 
grande diversité d’effecteurs permet de répondre dynamiquement aux besoins physiologiques. 
En condition basale, le Ca2+ libre cytosolique est maintenu à une faible concentration (i.e  ≈ 
100 nM [261]) afin de limiter l’activation des diverses fonctions cellulaires dépendantes du 
Ca2+ ou d’éviter le déclenchement de la mort cellulaire [256, 257].   
 1.3.1.1 Le réticulum endoplasmique  
Le RE est l’organite où se produit la synthèse protéique [262] ainsi que la synthèse des 
phospholipides membranaires [263]. Le RE constitue la plus grande réserve de Ca2+ 
intracellulaire dans l’ensemble des types cellulaires (pour les cellules musculaires, l’analogue 
du RE est le réticulum sarcoplasmique; RS). Le réticulum constitue environ 75% des réserves 
intracellulaires en Ca2+ [264]. Sa concentration approximative en Ca2+ libre se situe aux 
alentours de 500 µM  [265]. Il a été estimé que la concentration totale en Ca2+ (libre et lié) du 
RE pourrait s’élever dans certains cas jusqu’à 3 mM [266].  En effet, le Ca2+ peut se lier à des 
protéines chaperonnes ou à des protéines tampons telles que la calsequestrine, la calreticuline, 
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la GRP78 ou la calnexine. Ces différentes protéines sont impliquées dans le maintien du Ca2+ 
intra-réticulum [267], mais également dans le bon fonctionnement des fonctions de synthèse 
protéique [268, 269]. Bien qu’il soit généralement considéré que le RE constitue un 
compartiment homogène en termes de concentration de Ca2+, ce concept reste sujet à 
discussion [270]. Une hétérogénéité au niveau de la répartition des protéines 
tampons/chaperonnes ou des effecteurs modulant la concentration du RE en Ca2+ pourrait 
affecter cette homogénéité et générer des microdomaines calciques intraréticulum [271]. Le 
RE est une réserve dynamique où les cinétiques de libération et de recapture du Ca2+ varient 
en fonction des stimulations extracellulaires et des signaux intracellulaires. En fonction des 
différents types cellulaires, les effecteurs permettant ces mouvements de Ca2+ peuvent varier 
(Figure 10).  
  1.3.1.1.1 La libération de calcium par les récepteurs à l’IP3 
Le Ca2+ peut être libéré du RE par 2 différents effecteurs qui sont des canaux calciques. 
Le Ca2+ peut soit être relâché via les IP3Rs, soit via les récepteurs à la ryanodine (RyR) [272]. 
En ce qui concerne les CEs natives, les IP3Rs constituent le seul effecteur permettant la 
libération de Ca2+ du RE. Bien que l’activité des RyRs ait été rapportée dans divers modèles 
cellulaires en culture [273, 274], l’utilisation de ryanodine (antagoniste de ce canal) 
n’engendre aucune modification du patron des dynamiques calciques endothéliales in situ et 
ce, dans de nombreux lits vasculaires (mésentérique [197, 275], artères du muscle crémaster 
[276], carotide [277], coronaire [278]) suggérant l’absence de cet effecteur dans les CEs non 
isolés. 
L’existence des IP3Rs a été mise en évidence dans les années 80 suite à la 
démonstration qu’une augmentation d’IP3 et que sa liaison à la membrane du RE engendrait 
un signal calcique intracellulaire [279, 280]. Il a rapidement été mis de l’avant que le Ca2+ 
jouait un rôle dans l’activation de ce canal, bien que les dynamiques complexes 
d’activation/déactivation de ce dernier n’étaient pas très bien comprises [280]. La structure de 
ce canal correspond à un tétramère (i.e 4 sous-unités) résultant en une protéine de 1200 kDa. 
Les sous-unités de l’IP3Rs sont exprimées sous 3 isoformes : IP3R type 1 (IP3R1), IP3R type 2 
(IP3R2) et IP3R type 3 (IP3R3). Ces différentes isoformes possèdent environ 65% d’homologie 
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de séquence [281] et chacune possède des sensibilités distinctes pour les différents éléments 
régulateurs [2, 282, 283]. Les différentes isoformes pourraient s’hétéromériser permettant la 
formation d’homo ou d’hétérotétramère [284]. Ceci suggère la présence d’une diversité au 
niveau des propriétés biophysiques de chaque unité fonctionnelle (i.e tétramère).  
À ce jour, de nombreux éléments modulant l’activité des IP3Rs tels que l’ATP, le stress 
oxydant ou des protéines kinases/phosphatases dont CaMKII ont été identifiés.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                        
Par contre, il est clairement établi que les 2 éléments primordiaux pour leur activation sont le 
Ca2+ et l’IP3. Ces deux éléments influencent l’état structurel du canal ce qui module 
l’ouverture du canal et le passage des ions calciques [285-287]. Il est important de noter que 
techniquement parlant, le Ca2+ serait le véritable ligand de ce canal puisque la liaison de l’IP3 
Figure 10. Protéines impliquées dans les dynamiques calciques reliées au réticulum 
endoplasmique dans l’endothélium natif. 
La libération de calcium (Ca2+) du réticulum endoplasmique (RE) dans la cellule endothéliale 
(CE) s’effectue par les récepteurs à l’inositol 1,4-5 triphosphates (IP3) (IP3R). Le Ca2+ entre 
dans le RE via la pompe SERCA régulée par le phospholamban (PLB). Des protéines 
chaperonnes ou tampons auxquelles se lient le Ca2+ sont présentes dans le RE. La 
concentration de Ca2+ libre dans le RE est estimée à 500 µM. LEI: Lamina élastique interne, 
CML: Cellule musculaire lisse, SERCA: Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum Calcium-
ATPase, ATP: Adénosine triphosphate 
 
≈1.8 mM Ca2+ 
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permet plutôt de moduler la sensibilité du récepteur au Ca2+ [288]. Il est suggéré que la liaison 
de l’IP3 engendre un changement de conformation permettant de varier l’exposition des sites 
de liaisons au Ca2+ [289]. De plus, il a été rapporté que l’ouverture de l’IP3R peut également 
être observée en l’absence d’IP3 renforçant ainsi l’énoncé selon lequel le Ca2+ constitue le 
véritable ligand [290]. Globalement, il est donc possible de caractériser l’état du récepteur lié à 
l’IP3 comme étant un état intermédiaire entre l’état fermé et ouvert; l’état ouvert pouvant 
uniquement être atteint lors de la liaison de l’ion calcique [285]. De nombreuses études ont 
permis de mettre en lumière l’effet inhibiteur du Ca2+ sur l’IP3R. Ce double effet du Ca2+ sur 
le récepteur engendre une courbe sur un graphique de la probabilité d’ouverture (P0) en 
fonction du Ca2+ qui s’apparente à une forme de cloche (i.e « bell shape ») [291]. Par exemple, 
on constate que la P0 de l’IP3R1 est maximale à 257 nM de Ca2+ (154 nM pour IP3R2, 107 nM 
pour IP3R3; valeurs obtenues dans des membranes de bicouche lipidique en présence de 2 µM 
d’IP3 et 0.5 mM d’ATP du côté cytoplasmique du récepteur [2]), une probabilité qui décroit 
par la suite lorsque les concentrations cytosoliques en Ca2+ dépassent ce seuil. En d’autres 
mots, l’ouverture du canal par des faibles concentrations cytoplasmique en Ca2+ est observée, 
mais s’ensuit une inhibition lorsque le seuil de concentration favorisant l’activation est 
dépassé [2]. L’effet double du Ca2+ sur le récepteur serait expliqué par la présence de 2 sites 
distincts de liaison au Ca2+ présentant soit un effet de stimulation, soit un effet d’inhibition sur 
la libération de Ca2+. Ces sites ont des constantes d’affinités (Kd) distinctes pour le Ca2+ ce qui 
permet cet effet biphasique sur l’activité du canal [2, 288]. La stimulation du canal par le Ca2+ 
est une caractéristique des l’IP3Rs qui permet le phénomène de libération de Ca2+ induit par le 
Ca2+ (CICR pour Ca2+ Induced-Ca2+ Release). La libération de Ca2+ par un IP3R induit la 
libération de Ca2+ par le récepteur adjacent permettant une activation en cascade de plusieurs 
récepteurs côte à côte [292]. Tel que rapporté précédemment, l’IP3 permet de moduler la 
sensibilité du récepteur au Ca2+. En plus de favoriser la liaison du Ca2+ au site simulateur, la 
liaison de l’IP3 décroît le Kd du site inhibiteur [288]. En ce qui concerne la régulation par le 
Ca2+ de l’IP3R, certaines études suggèrent une influence du Ca2+ intraréticulum sur l’activité 
du canal [293, 294], probablement via une protéine accessoire [295] ce qui modifierait la 
sensibilité du canal à ses ligands, mais cet aspect de régulation ne fait pas l’unanimité dans la 
communauté scientifique [296, 297]. 
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La sensibilité du récepteur pour l’IP3 varie pour l’ensemble des isoformes ce qui 
influence le type de dynamiques calciques en résultant. On rapporte que l’IP3R2 est nécessaire 
pour maintenir des oscillations calciques soutenues tandis que l’IP3R3 est associé aux 
transients calciques monophasiques [283, 298]. Il est suggéré que la plus grande sensibilité 
pour l’IP3 du récepteur à l’IP3R2 serait en cause (IP3R2>IP3R1>IP3R3 [282, 299]; Kd pour 
l’IP3: 0.10 µM, 0.27 µM, 0.40 µM [282]). La liaison de l’IP3 à chacune des 4 sous-unités du 
tétramère serait nécessaire afin de permettre son rôle modulateur sur l’ouverture du canal 
subséquente à la liaison du Ca2+ [300]. Il a ainsi été suggéré que les IP3Rs peuvent agir à titre 
de protéine tampon d’IP3 puisque l’IP3 peut se lier à certaines sous-unitées, mais pas toutes, ce 
qui ne permet pas l’activation du canal, mais limite toutefois la diffusion de l’IP3 dans la 
cellule [301].  
De façon intéressante, augmenter de manière importante la concentration en ATP (5 
mM en comparaison avec 0.5 mM) modifie drastiquement la P0 pour l’IP3R3 (Figure 11). Ceci 
permettrait un maintien de l’état ouvert du canal de cette isoforme, et ce, pour un plus grand 
éventail de concentrations cytosoliques en Ca2+. Ceci serait expliqué par une diminution 
d’environ 200 fois de la valeur du Kd pour le Ca2+ au niveau du site inhibiteur signifiant que la 
concentration nécessaire afin d’engendrer une inhibition du canal par le Ca2+ est plus élevée. 
L’atteinte de la P0 maximale pour cette isoforme en présence de 5 mM d’ATP est maintenue 
sur l’intervalle de concentration en Ca2+ d’environ 100 nM jusqu’à 10 µM [2]. L’ATP peut 
Figure 11. Effet de l'ATP sur la probabilité d'ouverture du récepteur à l'IP3 de type 3. 
L’augmentation de la concentration d’adénosine triphosphate (ATP) du côté cytoplasmique du 
récepteur à l’inositol 1,4-5 triphosphates de type 3 (IP3R3; RT3) augmente la gamme de 
concentration de Ca2+ maintenant le canal dans une configuration ouverte représentée par une 




également influencer l’activité de l’IP3R1. Par contre, cette modulation surviendrait à des 
concentrations submillimolaires comparativement à l’IP3R3. Finalement, modifier les 
concentrations en ATP n’affecterait pas la valeur de P0 d’IP3R2 [282].  
1.3.1.1.2 La recapture du calcium par la pompe SERCA 
Jusqu’à ce jour, une seule voie de recapture du Ca2+ par le RE a été identifiée, la 
pompe SERCA qui est exprimée sous 3 isoformes (SERCA1 à 3) et qui possède plusieurs 
variants laissant place à une grande diversité de propriétés biochimiques [302]. Cet élément est 
impliqué dans l’ensemble des dynamiques calciques endothéliales puisqu’il permet de limiter 
dans le temps l’élévation de Ca2+ intracellulaire. La pompe SERCA utilise l’énergie de 
l’hydrolyse d’ATP afin de permettre le transport des l’ions calciques au travers de la 
membrane du RE (2 ions par ATP hydrolysée) [303]. Ainsi, l’état énergétique de la cellule est 
un facteur essentiel afin de permettre le bon fonctionnement de ce mécanisme [304]. Une 
colocalisation des mécanismes produisant l’ATP et la pompe SERCA permettrait un couplage 
structure-fonction d’intérêt tel que suggéré au niveau musculaire [305].  
L’activité de la pompe SERCA est régulée par différents éléments, dont des protéines 
accessoires telles que le phospholamban (PLB) ou la sarcopiline [306-308]. Le PLB est une 
protéine ancrée dans la membrane du RE/RS et son rôle dans la régulation de SERCA a 
largement été décrit au niveau du myocarde [309, 310]. Une altération dans sa capacité à 
réguler SERCA est rapportée dans plusieurs conditions pathologiques cardiaques comme la 
cardiomyopathie dilatée [311, 312] ou la défaillance cardiaque [313, 314]. Dans son état non-
phosphorylé, le PLB inhibe la pompe SERCA en diminuant son Kd  pour le Ca2+ [315]. La 
phosphorylation du PLB par PKA (Ser16) ou CaMKII (Thr17) [316, 317] engendre un 
changement de sa conformation [315]. Certaines publications ont rapporté une dissociation 
subséquente du PLB avec la pompe [315] pour générer une pentamérisation du PLB [318]. 
Dans les deux cas, la phosphorylation du PLB relève l’effet inhibiteur exercé sur la pompe et 
augmente la sensibilité de SERCA au Ca2+ stimulant ainsi la recapture du Ca2+ intracellulaire. 
Cette régulation semble spécifique à l’isofome SERCA1 et SERCA2 qui possèdent le domaine 
de liaison au PLB comparativement à SERCA3 qui ne semble pas l’exprimer [319, 320]. En 
co-transfectant les différentes isoformes de la pompe avec le PLB, seuls SERCA1 et SERCA2 
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démontraient une diminution de leur activité en présence du PLB. Ces résultats suggèrent que 
les variations au niveau de la séquence de SERCA3 élimineraient la région permettant la 
régulation par le PLB de cette isoforme [319]. Les isoformes de SERCA se distinguent 
également par leur sensibilité au stress oxydatif. Il est suggéré que le variant 3a de la pompe 
SERCA soit largement plus résistant aux dommages causés par les espèces réactives 
d’oxygène (ROS) telles que le H2O2 ou le O2•- que le variant 2b. [321, 322].  
Le patron d’expression de SERCA est fortement influencé par le processus de mise en 
culture cellulaire. Lorsque fraîchement isolées, les CEs d’aorte de rat (RAEC) expriment les 
isoformes SERCA2b et SERCA3. Par contre, l’expression de SERCA3 semble rapidement 
perdue au fil des passages cellulaires au profit de l’expression exclusive de SERCA2b [323]. 
L’expression de SERCA au niveau des CEs de la veine ombilicale humaine (HUVEC) se 
distingue des RAECs en exprimant exclusivement l’expression de SERCA3. Cette expression 
se poursuit au fil des passages bien que SERCA2b soit rapidement l’isoforme majoritairement 
exprimée [323]. Des études effectuées par des groupes distincts suggèrent que SERCA3 soit 
l’isoforme prédominante dans l’endothélium fraîchement isolé [324, 325]. Ces études 
renforcissent l’importance des études in vivo particulièrement en ce qui concerne les 
dynamiques endothéliales.  
 1.3.1.2 La mitochondrie 
Le rôle principal de la mitochondrie est la production d’énergie. Cependant, le rôle de 
cet organite dans la régulation des dynamiques calciques ne fait plus aucun doute [326, 327]. 
La littérature rapporte que la mitochondrie constitue la deuxième réserve intracellulaire en 
Ca2+ (25% de cette réserve calcique) [264]. Elle possède plusieurs mécanismes spécifiques 
permettant le mouvement de l’ion calcique au travers de ses membranes. Ces mécanismes sont 
décrits dans la section 1.5 entièrement dédiée à la mitochondrie. 
 1.3.1.3 Le milieu extracellulaire 
La concentration extracellulaire en Ca2+ est d’environ 1.8 mM comparativement à  
environ 100 nM pour sa concentration intracellulaire générant ainsi un important gradient 
électrochimique entre les 2 compartiments. Le milieu extracellulaire est donc une source 
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virtuellement illimitée de Ca2+. Plusieurs mécanismes permettent de contrôler l’entrée de Ca2+, 
mais également l’extrusion du Ca2+ intracellulaire (Figure 12).   
1.3.1.3.1 Mécanisme d’influx calcique du milieu extracellulaire 
La membrane plasmique exprime plusieurs protéines qui permettent l’entrée de Ca2+ 
vers le milieu intracellulaire, dont les TRPs. Les TRPs sont une famille de canaux dont 
l’importance a été notée dans plusieurs fonctions cellulaires endothéliales telles que la 
régulation du tonus vasculaire [328]. Ce sont des canaux à 6 passages transmembranaires dont 
le pore est localisé entre le 5e et 6e passage transmembranaire. Les TRPs pourraient être 
retrouvés sous forme de tétramère laissant place à la possibilité d’hétéromérisation [329]. Leur 
sélectivité pour le Ca2+ varie considérablement puisqu’ils sont également perméables au Na+, 
K+ ainsi que d’autres ions tels que le Mg2+ [330]. Parmi les TRPs identifiés dans 
l’endothélium, on retrouve les TRPV1/4, TRPA1 ou TRPC1/3/4/6 [145, 331]. Plusieurs études 
ont mis en évidence le rôle de TRPA1 et TRPV4 dans les dynamiques calciques endothéliales 
locales. L’activité de ces canaux est influencée par de multiples facteurs dont la température, 
Figure 12. Protéines impliquées dans les dynamiques calciques reliées au milieu extracellulaire 
et à la membrane plasmique. 
L’efflux de calcium (Ca2+) du milieu intracellulaire de la cellule endothéliale (CE) est possible 
grâce à la pompe PMCA de la membrane plasmique et à l’échangeur sodium (Na+)/Ca2+ 
(NCX). Le Ca2+ entre dans la cellule par des canaux non sélectifs au Ca2+ de la famille des 
TRPs. La concentration de Ca2+ extracellulaire est estimée à 1.8 mM. LEI : Lamina élastique 
interne, CML : Cellule musculaire lisse, RE : Réticulum endoplasmique, PMCA : Plasma 
membrane Ca2+ ATPase, ATP: Adénosine triphosphate 
≈1.8 mM Ca2+ 
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Figure 13. Schématisation simplifiée du mécanisme du SOCE. 
Le mécanisme du SOCE (Store-Operated Calcium Entry) est observé expérimentalement par 
l’inhibition de la pompe SERCA (Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum Calcium-ATPase). 
Ceci réduit le contenu en calcium (Ca2+) du réticulum endoplasmique (RE). Le Ca2+ se dissocie 
de la protéine STIM1 (Stromal interaction molecule 1) ce qui induit un changement de sa 
conformation. Un rapprochement de STIM1 avec la membrane plasmique permet l’activation 
du courant Icrac (courant des canaux activés par la libération de Ca2+; CRAC : Calcium Release 
Activated Channel) généré par l’ouverture des canaux TRP ou ORAI ce qui permet l’entrée 
subséquente de Ca2+ du milieu extracellulaire vers le milieu intracellulaire. 
l’environnement lipidique, l’étirement de la membrane, la CaM ou l’épuisement du RE en 
Ca2+ [332, 333]. La littérature fait maintenant largement état d’un mécanisme cellulaire 
palliant à la déplétion du RE du Ca2+. Ce mécanisme survient via une voie de signalisation 
appelée SOCE (pour Store-Operated Ca2+ Entry; aussi rapportée comme étant le CCE : 
Capacitive Calcium Entry) (Figure 13). Lors d’une diminution importante de la concentration 
de Ca2+ intraréticulum, le Ca2+ se dissocie d’une protéine localisée à la membrane du 
réticulum nommée STIM1 (pour STromal Interaction Molecule 1). Le côté intraliminal de 
cette protéine à 1 passage transmembranaire possède un domaine EF (« EF-hand ») qui agit à 
titre de senseur calcique [334]. La dissociation du Ca2+ du domaine EF engendre un 
changement de conformation de STIM1 [335] qui permet son interaction avec des canaux à la 
membrane plasmique, interaction qui induit leur ouverture et l’entrée de Ca2+ [336, 337]. Le 
SOCE est induit expérimentalement en bloquant la recapture du Ca2+ par SERCA [338]. 
L’identification du canal responsable de cette entrée de Ca2+ a fait l’objet d’une longue quête 
qui est toujours en cours. Un consensus sur l’identité de ce canal permettant le courant Icrac 
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(courant des canaux activés par la libération de Ca2+; CRAC : Calcium Release Activated 
Channel) n’est toujours pas obtenu [339]. Plusieurs canaux ont été suggérés tels que 
TRPC1/2/4/6 [336, 340] ou ORAI1 [341, 342]. Il pourrait être suggéré que les canaux 
responsables du SOCE varient entre les types cellulaires. 
  1.3.1.3.2 Mécanismes d’efflux calcique vers le milieu extracellulaire 
La pompe PMCA 
La PMCA (pour Plasma Membre Ca2+ ATPase) appartient à la même famille que la 
pompe SERCA, soit les pompes de type P [343]. Comparativement à la pompe SERCA qui 
possède une stœchiométrie de 2 Ca2+ : 1 ATP [303], la PMCA possède une stoechiométrie de 
1 Ca2+ : 1 ATP [344]. Ce mécanisme d’extrusion est donc plus énergivore en termes de 
molécules nettes transportées par ATP que la recapture du Ca2+ par le RE. La PMCA possède 
une grande affinité pour le Ca2+ signifiant qu’elle s’active à d’aussi faibles concentrations de 
Ca2+  que  200 nM [345, 346]. Le maintien du niveau basal de Ca2+ (« resting level ») est donc 
contrôlé par la PMCA puisqu’elle s’active suite à de fins changements de Ca2+ intracellulaire 
par rapport au niveau de base (≈ 100 nM). De plus, il est rapporté que son rendement est peu 
élevé l’impliquant davantage dans un rôle de maintien. La CaM constitue un des mécanismes 
de régulation le plus décrits de la PMCA [347]. En absence d’interaction avec la CaM, la 
PMCA se retrouve dans un état d’autoinhibition. Lors d’une augmentation de Ca2+ 
intracellulaire, le complexe Ca2+/CaM se lie à la pompe modifiant son Kd pour le Ca2+ et sa 
vitesse de transport (Vmax) de façon à favoriser l’extrusion du Ca2+ [344]. Bien que la 
régulation par la CaM soit le plus décrite, il est rapporté que le rôle des phospholipides 
membranaires serait tout aussi important en réduisant également le Kd  de la pompe pour le 
Ca2+ tout en augmentant son Vmax  [345, 348, 349]. La pompe PMCA est exprimée sous 4 
isoformes (PMCA1 à 4) [350], dont l’isoforme 1 et 4 ont été identifiés au niveau des CEs 
[351, 352]. L’expression de nombreux variants de ces isoformes permet une grande diversité 
de pompe ayant par exemple des affinités distinctes pour la CaM [353, 354]. Ainsi, une 
expression différentielle de ces différentes isoformes/variants pourrait être impliquée dans la 
présence de microdomaines calciques et dans la régulation fine du Ca2+ intracellulaire en 
modulant localement l’extrusion du Ca2+ à des taux distincts. Cette possibilité a été mise en 
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évidence par la présence de la PMCA4 préférentiellement localisée dans les radeaux lipidiques 
des synapses du cervelet [355]. Le rôle de la PMCA est principalement étudié suite à la 
déplétion du RE (i.e SOCE) [356, 357]. Cette condition expérimentale nécessite l’inhibition de 
la pompe SERCA ce qui limite le retour aux valeurs de base du Ca2+ intracellulaire. Il est donc 
primordial de considérer cet aspect lorsque le rôle de la PMCA est évalué.  
L’échangeur Na+/Ca2+ (NCX) 
La découverte de l’échangeur Na+/Ca2+ (NCX) comme mécanisme d’extrusion du Ca2+ 
a eu lieu au milieu des années 1960. Il avait été suggéré qu’il existait un mécanisme d’efflux 
du Ca2+ qui requérait peu d’énergie et qui était dépendant des gradients de concentration de 
Ca2+ et du Na+ [358, 359]. Il est maintenant bien connu que le NCX est un mécanisme 
d’extrusion de Ca2+ qui est essentiellement dirigé par le gradient électrochimique de Na+ qui 
est en plus grande concentration à l’extérieur de la cellule. Le NCX engendre la sortie de Ca2+ 
à un ratio de 3 Na+ : 1 Ca2+, résultant en un gain net d’une charge positive au niveau 
intracellulaire [360]. Cet échangeur peut dans certaines conditions inverser le sens de son 
transport ionique (« reverse mode »), particulièrement au niveau des cellules excitables qui 
possèdent des canaux sodiques dépendants du voltage (Nav), de façon à favoriser une 
extrusion du Na+ et permettant une entrée de Ca2+ [361]. La littérature démontre que cette 
inversion semble impliquée dans la perte de l’homéostasie ionique favorisant une surcharge 
calcique (« Ca2+ overload ») observée en cas de pathologie au niveau des myocytes cardiaques  
[362, 363]. 
En condition physiologique, le NCX est reconnu pour permettre une sortie de Ca2+ du 
milieu intracellulaire d’où l’inclusion du NCX dans la liste des mécanismes d’efflux calcique. 
Ses cinétiques d’extrusion se distinguent de la PMCA par sa faible affinité pour le Ca2+ 
(environ 10 fois moins) et la rapidité de son transport (de 10 à 50 fois plus rapide) [364]. 
Ainsi, de par ses propriétés biochimiques, le NCX régule des augmentations calciques 
transitoires de grandes amplitudes (i.e générant une élévation importante de la concentration 
en Ca2+) afin de rétablir rapidement le niveau basal de Ca2+ [364]. Le NCX est exprimé sous 3 
gènes distincts résultant en 3 isoformes (NCX1 à 3) qui présentent plusieurs variants [365]. Il 
est rapporté que le NCX1 est exprimé dans tous les types cellulaires chez le mammifère, dont 
les CEs [351], expliquant probablement pourquoi il constitue l’isoforme la plus décrite [366]. 
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Son rôle dans les dynamiques calciques endothéliales a été mis en évidence par sa capacité à 
totalement restituer le niveau basal de Ca2+ suite à une déplétion du RE couplée à une 
inhibition de PMCA [367]. Retirer le Na+ extracellulaire diminue de près de 50% la capacité 
de la cellule à réduire le Ca2+ intracellulaire suite à une déplétion du RE induit par l’ajout 
d’acide cyclopiazonique (CPA) [368]. Ces résultats suggèrent que le NCX peut 
fonctionnellement jouer un rôle dans l’efflux calcique au niveau des CEs. Cependant, la 
déplétion du RE constitue une condition non-physiologique et le rôle du NCX reste à montrer. 
1.3.2 Les dynamiques calciques endothéliales  
Les signaux calciques sont généralement catégorisés selon leur niveau de dispersion 
dans la cellule (caractéristique spatiale; dispersion globale ou locale) et selon leur durée 
(caractéristique temporelle) [369]. Ils sont finement contrôlés afin de rétablir le niveau basal 
de Ca2+ soit en se liant à des protéines accessoires ou tampons, en étant extrudé de la cellule ou 
en réentrant dans les compartiments qui agissent comme réserve. Comparativement aux autres 
seconds messagers, le Ca2+ ne peut être métabolisé ou dégradé. Les mécanismes permettant le 
retour aux valeurs de base sont majoritairement des pompes nécessitant l’hydrolyse d’ATP et 
sont donc énergivores. Il est ainsi avantageux pour la cellule de développer des signalisations 
qui permettent d’atteindre des concentrations élevées en Ca2+ localement, mais qui de façon 
absolue génèrent une plus faible quantité de Ca2+ à extruder/recapter du milieu intracellulaire.  
 1.3.2.1 Les dynamiques d’ordre global 
 Les dynamiques calciques ont longtemps été étudiées en termes d’augmentation 
globale de Ca2+. Le terme « global » signifie une augmentation de Ca2+ qui occupe une portion 
importante, si ce n’est pas l’ensemble, de la cellule. Les vagues calciques (« Ca2+ wave ») sont 
caractérisées comme étant une augmentation importante de Ca2+ intracellulaire qui se déplace 
dans la cellule et sont généralement incluses dans cette catégorie. Le terme « global » est 
également utilisé lors d’analyses d’imagerie calcique qui inclut simultanément plusieurs 
cellules d’un même champ optique. On parle alors de changement d’« ordre global » de Ca2+ 
sans offrir une spécificité sur l’état de cette augmentation au niveau intracellulaire. [370]. 
 
 38 
Au niveau de l’endothélium, les dynamiques d’ordre global sont souvent générées 
expérimentalement par des agonistes tels que l’ACh ou la bradykinine (Figure 14) [371, 372], 
mais sont également générées par des stimuli physiques comme les forces de cisaillement 
[373]. Les récepteurs à l’ACh sont des GPCR qui mènent à l’activation de la PLC [374]. Cette 
phospholipase clive le phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP2), un constituant lipidique de 
la membrane plasmique. Le PIP2 clivé résulte en deux molécules, DAG et l’IP3, qui agissent 
comme second messager [375]. Il a été démontré que le DAG module directement l’activité de 
certaines pompes ou canaux, mais il a principalement été étudié pour son rôle dans l’activation 
de la PKC [376]. Pour sa part l’IP3 qui diffuse dans le cytosol génère un signal calcique 
classique de type biphasique. Une augmentation de Ca2+ intracellulaire importante est 
initialement observée (« Ca2+ peak ») correspondant à l’ouverture de nombreux IP3Rs suivi 
d’un maintien de l’augmentation de Ca2+ à un niveau supérieur que le niveau basal (« 
sustained Ca2+ increase ») correspondant au mécanisme de SOCE [377, 378]. D’après la 
Figure 14. Schématisation simplifiée des voies de signalisation menant à une augmentation 
intracellulaire d'ordre global de calcium. 
La dynamique calcique d’ordre global est initiée par la liaison d’agonistes à leurs récepteurs 
membranaires activant la voie de la phospholipase C (PLC). La PLC activée clive le 
phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP2) de la membrane plasmique en diacyglycérol 
(DAG) et en inositol 1,4-5 triphosphate (IP3). L’IP3 lie son récepteur (IP3R) localisé à la 
membrane du reticulum endoplasmique (RE) induisant la libération de calcium (Ca2+) du RE. 
Par un mécanisme de CICR (Ca2+ Induced-Ca2+ Release), plusieurs IP3Rs sont activés 
simultanément réduisant la concentration intraréticulum en Ca2+. Le Ca2+ intraréticulum se 
dissocie de la STIM1 (Stromal interaction molecule 1) engendrant son changement de 
conformation, son rapprochement des canaux TRP/ORAI à la membrane plasmique et l’entrée 
de Ca2+ par le mécanisme de SOCE (Store-Operated Calcium Entry). ACh : Acétylcholine, 





littérature, ces dynamiques calciques induites par des agonistes endothéliaux peut résulter en 
une augmentation de la concentration intracellulaire en Ca2+ près de 1 µM [261, 378]. 
Le Ca2+ est un élément qui en grande concentration sur un décours temporel prolongé 
est toxique pour la cellule et mène à sa mort [256]. Il n’est donc pas bénéfique pour la cellule 
de se munir uniquement de ce type de réponses ce qui activerait de nombreux mécanismes 
dépendants du Ca2+ à chaque stimulation. Bien qu’un grand nombre de publications aient 
utilisé les dynamiques d’ordre global pour montrer une altération endothéliale [379, 380], ce 
type de signal est peu présent de façon basale ou physiologique [370]. 
 1.3.2.2 Les dynamiques d’ordre local 
 Les dynamiques d’ordre local se distinguent des dynamiques d’ordre global par 
leur observation en condition basale (i.e en absence de stimulation par des agents 
pharmacologiques), leur restriction spatiale, leurs caractéristiques temporelles ainsi que la 
concentration de Ca2+ absolue libérée. La restriction du signal permet d’obtenir des 
concentrations locales élevées en Ca2+ tout en requérant une quantité de Ca2+ absolue plus 
faible ce qui permet de cibler certains mécanismes sans déployer l’ensemble du Ca2+ en 
réserve. Ces dynamiques auraient donc un meilleur rendement énergétique tout en permettant 
un ciblage des fonctions cellulaires spécifiques. Notons que malgré qu’ils puissent être 
observés en absence d’agents pharmacologiques, les signaux d’ordre local peuvent tout de 
même être amplifiés par l’ajout d’agonistes [370]. Les dynamiques calciques locales sont 
régulièrement définies comme étant une composante des microdomaines de signalisations. Le 
groupe de Brant E. Isakson a offert une définition intéressante des microdomaines de 
signalisation. Celle-ci met en évidence différentes caractéristiques d’un microdomaine telles 
que la concentration de certaines protéines dans une région spécifique de la cellule permettant 
une association protéine-mécanisme d’activation [381]. Les éléments structurels comme la 
PME sont un facteur considérable pour l’établissement de microdomaines de signalisations.  
Le rôle des dynamiques calciques globales dans la fonction endothéliale a largement 
été décrit dans la littérature. Par contre, la caractérisation des dynamiques calciques locales a 
nécessité un avancement majeur au niveau des technologies d’imageries disponibles. À ce 
jour, plusieurs signaux calciques locaux endothéliaux ont été identifiés.  
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  1.3.2.2.1 Les pulsars calciques  
Chronologiquement, les pulsars calciques furent les premiers éléments locaux 
caractérisés dans l’endothélium natif (Figure 15). Pour étudier cette signalisation, des artères 
mésentériques de résistance, entières, mais ouvertes longitudinalement ont été utilisées par le 
groupe de Mark T. Nelson. L’étude publiée en 2008 [197] dénotait la présence d’oscillations 
calciques spécifiquement au niveau des fenestrations de la LEI par microscopie confocale à 
haute vitesse de type « spinning disk ». Ces fenestrations sont les sites potentiels des PMEs. 
Un marquage par immunofluorescence dirigé contre les IP3Rs a montré la présence d’une 
concentration importante de marqueur fluorescent au niveau des fenestrations de la LEI 
suggérant que la signalisation calcique observée par microscopie confocale à haute vitesse 
Figure 15. Schématisation simplifiée des pulsars calciques endothéliaux. 
Les pulsars calciques sont une libération de calcium (Ca2+) du réticulum endoplasmique (RE) 
par les récepteurs à l’inositol 1,4-5 triphosphate (IP3; IP3R) localisée dans la projection 
myoendothéliale (PME). Les pulsars activent les canaux potassiques dépendants du Ca2+ (KCa) 
à la membrane plasmique de la PME. Ceci engendre une sortie de potassium (K+) de la cellule 
endothéliale (CE) ce qui induit son hyperpolarisation. L’hyperpolarisation est transmise aux 
cellules musculaires lisses (CML) par les jonctions GAP provoquant la fermeture des canaux 
calciques dépendants du voltage de la CML et la relaxation de la CML. L’hyperpolarisation de 
la CML peut être augmentée par l’ouverture de canaux Kir (canaux potassiques à rectification 
entrante) qui présentent une plus grande conductance en présence de K+ extracellulaire. Leur 




pourrait être la résultante d’une libération de Ca2+ spécifiquement dans ces régions par ces 
récepteurs. Afin de relier les 2 types d’observations, des outils pharmacologiques altérant le 
fonctionnement des différentes composantes des dynamiques calciques ont été utilisés en 
combinaison avec de l’imagerie calcique. Ainsi, l’utilisation d’inhibiteurs des IP3Rs démontre 
une disparition de ces signaux calciques locaux tout comme l’utilisation d’inhibiteurs de 
pompe SERCA. En contrepartie, le retrait du Ca2+ extracellulaire n’affecte pas la stochasticité 
des pulsars calciques ce qui suggère qu’il s’agit d’une libération des réserves intracellulaires 
en Ca2+. Ces résultats démontrent que les pulsars calciques résultent d’une libération de Ca2+ 
du RE via les IP3Rs localisés dans cette PME. Au niveau des cinétiques, les pulsars calciques 
ont une amplitude d’environ 1.75 F/F0, une dispersion d’environ 15 µm2, une durée d’environ 
de 260 ms et une fréquence d’environ 0.09 Hz. [197]. Ces observations ont été effectuées en 
conditions basales suggérant l’importance de cette signalisation dans les fonctions 
fondamentales de l’endothélium. Il est important de mettre en relief que l’observation des 
pulsars calciques nécessite que l’on conserve la structure artérielle afin de préserver la PME. 
Ce type de signalisation ne peut donc pas être observé dans des cellules en culture en 
monocouche.  
Il a été démontré que le Ca2+ libéré spécifiquement dans la PME module l’activité des 
KCa3.1 localisés à la membrane plasmique de cette structure et dont l’activation est Ca2+ 
dépendante [196-198]. Plusieurs études effectuées par d’autres groupes de recherche ont 
également permis de mettre en lumière le rôle de ce microdomaine calcique pour la 
modulation du potentiel membranaire endothélial. Ainsi, on retrouve dans la littérature les 
appellations pulsars calciques (« Ca2+ pulsars ») [197], évènements calciques spontanés 
(« spontaneous Ca2+ events ») [275] ou wavelettes calciques (« Ca2+ wavelets ») [298] pour 
des libérations de Ca2+ localisées dans les PMEs, qui sont résistantes à l’élimination du Ca2+ 
extracellulaire et abolies par les inhibiteurs d’IP3Rs ou de pompe SERCA. Ces signalisations 
ont toutes été reliées à l’activation des canaux KCa dans la PME. 
Notons que ces dynamiques calciques locales IP3R-dépendantes peuvent être modulées 
par un mécanisme de rétroaction myoendothéliale [275, 276]. Des signaux tels qu’une 
augmentation d’IP3 ou de Ca2+ provenant des CMLs peuvent être transmis aux CEs via les 
jonctions GAP [382]. Ceci permet une augmentation du Ca2+ dans l’endothélium [276, 383] et 
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l’activation des mécanismes favorisant la relaxation des CMLs sous-jacentes [276]. Le 
couplage au niveau des augmentations de Ca2+ intracellulaire de ces deux types cellulaires 
peut être expérimentalement observé par l’ajout à la préparation artérielle de phényléphrine 
(PE), un agoniste des récepteurs α1-adrénergique des CMLs [275, 276, 384]. L’activation de 
ces récepteurs engendre une vasoconstriction artérielle en augmentant la concentration 
intracellulaire de Ca2+ au niveau des CMLs [385]. Sur des préparations artérielles ouvertes 
longitudinalement ou sur des préparations d’artères pressurisées (i.e artères montées sur un 
système où une pression intraluminal est imposée) en microscopie confocale à haute vitesse, il 
est possible d’observer une augmentation du Ca2+  dans l’endothélium spécifiquement dans les 
PMEs suite à l’ajout de PE. Ces études suggèrent ainsi la présence de mécanismes de 
rétroaction négatifs par l’endothélium en fonction de l’état contractile des CMLs [275, 276].  
Les diverses études citées ci-dessus ont été effectuées dans différents lits vasculaires 
(mésentérique [197, 275], muscle crémaster [276]) ou différentes espèces animales (souris 
[197], rat [275], hamster [276]) ce qui peut expliquer la disparité observée lors de la 
caractérisation de ces évènements calciques. Ces disparités peuvent être expliquées par des 
différences structurelles permettant des variations en termes de durée ou de dispersion du 
signal calcique. Par exemple, les fenestrations de la LEI présentent un plus grand diamètre 
apparent dans les artères provenant du muscle crémaster où ont été caratérisées les wavelettes 
calciques comparativement aux fenestrations des artères mésentériques où ont été caractérisés 
les pulsars calciques. Ceci suggère la possibilité de PMEs de plus grandes dimensions dans les 
artères qui proviennent du muscle crémaster [197, 276]. Ainsi, les signaux calciques se 
retrouvant dans les PMEs des vaisseaux du muscle crémaster peuvent diffuser dans un plus 
grand volume résultant en l’observation de signaux calciques avec une plus grande superficie, 
mais ayant également une plus longue durée comparativement aux pulsars calciques 
(wavelette calcique: 45 µm2, 450 ms Vs. pulsar calcique: 15 µm2, 260 ms). Finalement, de 
petites variations au niveau des méthodes d’analyse ou des définitions des diverses cinétiques 
peuvent expliquer la dispersion des résultats pour un critère qui peut sembler identique de 
prime abord.  
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Les études présentées dans cette thèse ont été effectuées sur des artères mésentériques 
de souris et basées sur l’étude caractérisant les pulsars calciques [197]. Ainsi, dans le cadre de 
cette thèse, l’appellation pulsar calcique sera favorisée.  
  1.3.2.2.2 Les «TRP sparklets» 
 L’influx calcique est principalement étudié via le mécanisme de SOCE qui permet de 
remplir le RE suite à une déplétion complète de cette réserve intracellulaire en Ca2+. La 
littérature démontre que cette entrée de Ca2+ qu’on qualifie d’ordre global provient 
principalement de  TRPs. Par contre, l’entrée de Ca2+ par les canaux TRPs peut également être 
responsable de signaux calciques de plus faibles amplitudes et dispersions que la réponse 
calcique observée lorsque le SOCE est déclenché. La diversité de signalisations calciques 
locales résultant des TRPs prend sans cesse de l’ampleur et ces signalisations sont 
généralement nommées selon l’isoforme des TRPs impliquée, suivi du terme « sparklets » 
(Figure 16). Il ne faut pas confondre ces signalisations avec les « Ca2+ sparklets » observés 
dans les cellules musculaires qui résultent d’une entrée de Ca2+ via les VDCC et qui induisent 
du CICR avec les RyRs à proximité [386, 387]. La libération de Ca2+ par les RyRs dans les 
cellules musculaires est désignée « Ca2+ spark » [388, 389].  
Les premiers effecteurs des dynamiques calciques locales endothéliales résultant d’un 
influx calcique à avoir été identifiés sont les TRPV4. Ce canal est reconnu dans la littérature 
pour sa capacité à agir à titre de méchanosenseur [390]. Ainsi, les TRPV4 sont intéressants à 
considérer dans un type cellulaire constamment soumis à des variations d’étirement tel que les 
cellules de la paroi vasculaire. Les TPRV4 sparklets ont été caractérisés dans les artères 
mésentériques de souris. Bien qu’ils soient observés au niveau de la PME (40%), on les 
retrouve également vers les extrémités des cellules (31%). Comparativement aux pulsars 
calciques, les TRPV4 sparklets endothéliaux présentent une très faible amplitude, soit environ 
1.19 F/F0. Les résultats obtenus sur des CE fraîchement isolées suggèrent que l’activation de 
TRPV4 module l’activité des KCa résultant en une hyperpolarisation de la CE. De façon basale, 
ces signaux calciques semblent toutefois peu fréquents [391]. Il est possible d’augmenter leur 
activité en utilisant des agonistes de TRPV4 tels que le GSK1016790A [392]. Bien que 
l’occurrence des TRPV4 sparklets semble de prime abord faible, l’étude menée par le groupe 
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de Mark T. Nelson démontre que l’ouverture de seulement 3 canaux TRPV4 endothéliaux est 
suffisante pour causer une vasodilatation maximale de l’artère via des mécanismes dépendants 
des KCa suggérant une grande efficacité en termes de couplage mécanisme d’activation-
effecteur [391]. Il est démontré qu’au niveau de la PME, la PKC était ancrée à proximité des 
canaux TRPV4 via une protéine d’ancrage (i.e AKAP150). En condition d’hypertension, ce 
microdomaine est perdu et la vasodilatation dépendante de TRPV4 en est affectée suggérant 
que cette voie de signalisation possède son importance au niveau physiologique [391, 393]. 
Notons qu’expérimentalement parlant, l’observation des TRPV4 sparklets a été 
essentiellement effectuée en condition de déplétion du RE par l’ajout de CPA. Considérant la 
faible amplitude des TRPV4 sparklet,  il était essentiel pour visualiser ces derniers d’éliminer 
les signaux calciques de plus grande amplitude générés par la libération de Ca2+ du RE 
Figure 16. Schématisation simplifiée des mécanismes de régulation des TRPA1 sparklets et 
TRPV4 sparklets endothéliaux. 
Les TRPA1 sparklets (gauche) résultent d’un influx de calcium (Ca2+) par les canaux TRPA1 
(rouge). La production d’espèces réactives d’oxygènes (ROS) extracellulaires par la NADPH 
oxydase (NOX) favorise la peroxydation de lipides membranaires (LPP). Les produits de 
peroxydation en découlant stimulent les TRPA1 permettant une entrée de Ca2+ localisée. Les 
TRPV4 sparklets (droite) résultent d’un influx de Ca2+ par les TRPV4 (mauve) entre autres 
localisées dans la projection myoendothéliale (PME). Cette entrée est stimulée par la protéine 
kinase C (PKC) ancrée à proximité du TRPV4 par la protéine d’ancrage AKAP150. NADPH : 
Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate à l’état réduit, NADP : Nicotinamide adénine 
dinucléotide phosphate, CE : Cellule endothéliale, RE : Réticulum endoplasmique, LEI : 
Lamina élastique interne, CML : Cellule musculaire lisse 
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[391]. Les TRPV4 sparklets ont également été rapportés dans les CML où les partenaires 
AKAP150-PKC semblent être conservés [394]. 
Les TRPA1 sparklets ont été caractérisés au niveau des artères cérébrales de rat [395]. 
Initialement, le rôle potentiel des TRPA1 sparklets a été mis en évidence en démontrant l’effet 
vasodilatateur dépendant de l'endothélium d’un agoniste de ces canaux, d’allyl isothiocyanate 
(AITC), sur des artères pressurisées. Des études d’immunofluorescence ont par la suite permis 
de localiser TRPA1 majoritairement au niveau des fenestrations de la LEI suggérant que 
l’effet observé découlerait de l’activation des mécanismes présents dans la PME tels que les 
KCa3.1. De ce fait, l’effet vasodilatateur induit par l’AITC ne semble pas être affecté par les 
inhibiteurs de NOS ou de COX, mais plutôt par les inhibiteurs des KCa [395]. Parallèlement, 
l’ajout d’AITC à des artères cérébrales ouvertes longitudinalement et chargées avec une sonde 
calcique fluorescente démontre des augmentations de Ca2+ restreintes (i.e non globales; qui ne 
se propagent pas) au niveau de l’endothélium. Une corrélation entre ces évènements obtenus 
par imagerie calcique à haute vitesse et le marquage fluorescent de TRPA1 dans les 
fenestrations de la IEL a été soulevée [396]. Les cinétiques des TRPA1 sparklets ont été 
déterminées par microscopie par réflexion totale interne (TIRF pour Total Internal Reflection 
Fluorescence microscopy), une technique permettant d’observer spécifiquement les 
dynamiques présentes à la membrane plasmique [397]. Par contre, cette technique nécessite de 
travailler sur des cellules isolées où certaines fonctions cellulaires sont perdues par l’absence 
de la structure artérielle. Il est donc impossible de relier les dynamiques observées par TIRF 
sur des cellules isolées à des dynamiques observées sur cellules natives et plus 
particulièrement à la PME. Ainsi, la valeur d’amplitude des TRPA1 sparklets sur cellules 
isolées correspond à 1.13 F/F0, une valeur qui se rapproche des TRPV4 sparklets. La majorité 
des TRPA1 sparklets résulte d’un influx calcique couvrant une surface aussi faible que 1 µm2 
[398]. Dans le but de comprendre les mécanismes pouvant moduler cette signalisation 
calcique locale, le groupe de Scott Earley a évalué l’implication possible des ROS [398]. Il a 
ainsi été suggéré que la production de ROS extracellulaire via l’isoforme 2 de la NADPH 
oxydase (NOX2) qui est colocalisée avec les TRPA1 dans les fenestrations de la LEI favorise 
la peroxydation des lipides membranaires. Ces produits de peroxydation tels que le 4-
hydroxyhexenal (4-HNE) stimulent l’activité des TRPA1 [398, 399] ce qui engendre la 
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dilatation d’artères cérébrales via l’ouverture des canaux KCa [398]. Une étude comparative a 
permis d’établir la présence de TRPA1 dans l’endothélium vasculaire cérébral, mais pas au 
niveau de l’endothélium coronaire, mésentérique ou rénal [398]. Notons que de façon basale, 
l’ajout d’inhibiteur de TRPA1 n’affecte pas les dynamiques calciques endothéliales, bien qu’il 
abolisse l’augmentation de l’activité calcique observée par l’AITC [396]. Puisque les TRPA1 
sont exprimés physiologiquement, il serait intéressant d’évaluer les conditions dans lesquelles 
une entrée de Ca2+ est observée afin de comprendre leur rôle physiologique. 
  1.3.2.2.3 Les calcium «blips» et calcium «puffs»   
Plusieurs autres types de signaux calciques locaux sont rapportés dans la littérature 
dont les Ca2+ blips ou les Ca2+ puffs (Figure 17). Leur nom fait essentiellement référence à 
l’amplitude et la durée du signal calcique. Des signalisations identifiées sous les mêmes noms 
ont été rapportées dans plusieurs types cellulaires, principalement des cellules non excitables, 
suggérant qu’ils ne sont pas spécifiques aux CEs. Ces signaux dépendent de l’intensité de la 
stimulation ce qui engendre un recrutement des effecteurs (i.e nombre d’IP3Rs activés) 
permettant de faire varier l’intensité du signal calcique généré [400, 401]. Les Ca2+ blips (ou 
« elementary Ca2+ events »), correspondent à l’ouverture rapide d’un seul ou d’un très petit 
groupe de IP3Rs (« IP3Rs cluster ») et ont lieu en présence d’une faible quantité d’IP3 [402]. 
Figure 17. Schématisation simplifiée des Ca2+ puffs et Ca2+ blips endothéliaux. 
Les Ca2+ puffs sont une libération de calcium (Ca2+) par un groupe de récepteurs à l’inositol 
1,4-5 triphosphate (IP3) (IP3R) localisé sur le réticulum endoplasmique (RE). Les Ca2+ blips 




Dans des CEs provenant d’artères pulmonaires de veau (CPAE pour Calf Pulmonary Artery 
Endothelial Cell), les Ca2+ blips ont une durée de moins de 100 ms, présentent une amplitude 
de 23 nM de Ca2+ et ont une dispersion d’environ 1-3 µm. Les Ca2+ blips peuvent déclencher 
des vagues calciques qui correspondent à des dynamiques d’ordre global. Les Ca2+ puffs ont 
entre autres été observés au niveau de CEs natives d’artérioles irriguant l’uretère de rat [403] 
ou dans les CPAEs [402]. Ils sont définis par l’ouverture d’un plus grand nombre d’IP3R à un 
seul site pouvant couvrir près de 30 µm, mais sans propagation du signal à l’ensemble de la 
cellule [402]. Les Ca2+ puffs ont des amplitudes d’environ 50-100 nM et sont oscillatoires. 
Tout comme les Ca2+ blips, ils peuvent déclencher des vagues calciques [400].  
En résumé, l’endothélium possède une grande diversité de signaux calciques soit en 
termes de localisation cellulaire, d’effecteurs, du degré d’amplitude ou de dispersion du signal 
ou de son décours temporel. Les d’oscillations calciques de la PME présentent un intérêt 
particulier considérant qu’ils ont un rôle dans la régulation du tonus vasculaire en favorisant la 
relaxation des CMLs. Le tonus vasculaire dépend d’une balance adéquate entre les 
mécanismes contractants et relaxants. Ainsi, il est intéressant de relier ces signaux oscillatoires 
à des protéines réagissant spécifiquement aux signaux calciques de fréquence variable. 
 1.4. La protéine kinase II dépendante du complexe 
Calcium-Calmoduline («CaMKII») 
Rapportée au début des années 1980 sous le nom de la synapsine I kinase dépendante 
de la CaM (« calmodulin-dependent synapsin I kinase ») [404], CaMKII a rapidement été 
identifiée comme étant une protéine très abondante au niveau cérébral, pouvant atteindre près 
de 2% de la quantité totale de protéines dans la région de l’hippocampe [405]. L’engouement 
face à cette kinase est lié à sa forte expression, mais également au rôle du Ca2+ dans la 
fonction neuronale tel que la libération de neurotransmetteurs [406, 407]. Une augmentation 
suite à un influx calcique de la phosphorylation d’une protéine spécifique aux neurones 
(désignée « Protein I ») avait initié la recherche de la kinase responsable de cette réponse 
[408]. Les premières études sur CaMKII ont démontré que l’unité fonctionnelle était formée 
de plusieurs sous-unités qui lient individuellement la CaM [404]. À ce point, l’ensemble des 
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isoformes de CaMKII n’avait pas été identifié, bien qu’on caractérisait les différentes sous-
unités sous les termes α et β [404].  
 Peu de temps a été nécessaire avant de faire le lien entre cette kinase dépendante du 
Ca2+ et les fonctions neuronales. Il a rapidement été suggéré que sa capacité à présenter un 
niveau augmenté d’activité suite à son autophosphorylation est représentative de l’activité 
synaptique [409]. À ce jour, il ne fait plus aucun doute que CaMKII décode les oscillations 
calciques en présentant un niveau d’activité variable selon la fréquence des élévations 
calciques. Le rôle de CaMKII n’est plus restreint aux neurones et on lui attribue maintenant un 
nombre impressionnant de fonctions dans une grande variété de types cellulaires. 
1.4.1 Les bases de l’enzyme CaMKII  
Un survole de la littérature permet rapidement de corréler les niveaux d’activité 
variable de CaMKII à son rôle dans un très grand nombre de fonctions cellulaires qu’elles 
soient de base ou spécifique. Cette singularité lui provient de sa structure et de son mécanisme 
d’activation qui permettent à CaMKII un ciblage précis des fonctions cellulaires en réponse à 
diverses stimulations cellulaires. Un grand nombre d’outils pharmacologiques ou moléculaires 
ont été développés afin de moduler l’expression ou l’activité de CaMKII dont certains 
imposent des limites qui ne peuvent être passées sous silence. 
1.4.1.1 Structure et particularité des isoformes 
CaMKII est exprimée sous 4 isoformes soit α, β, δ et γ qui se déclinent sous différents 
variants. Elles partagent la même organisation structurelle monomérique qui est composée 
d’un domaine catalytique en N-terminal, un domaine régulateur central et un domaine 
d’association en C-terminal (Figure 18). C’est via ce dernier que CaMKII peut s’agencer en 
une unité fonctionnelle. L’unité fonctionnelle est constituée de 6 à 12 monomères qui sont 
disposés en forme d’anneau [410, 411]. La faculté de CaMKII à décoder les oscillations 
calciques lui provient d’une part de cette structure multimérique où chaque monomère peut 
avoir un niveau d’activité distinct. De plus, chaque multimère peut être formé d’un 
agencement de différentes isoformes comme au niveau neuronal où la forme multimérique est 
constituée de l’isoforme α et β [412]. Un agencement de différents variants d’une même 
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isoforme est également rapporté particulièrement en ce qui concerne CaMKIIδ [413]. Cette 
capacité d’hétéromultérisation permet à l’unité fonctionnelle d’acquérir des fonctions ou 
aptitudes spécifiques dues à la présence d’une région variable dans le domaine régulateur 
[414-416]. Un des exemples le plus décrit est la présence dans CaMKIIβ d’un domaine de 
liaison à la F-actine lui permettant de s’ancrer au cytosquelette ce qui module la translocation 
de l’unité fonctionnelle en fonction des stimuli. CaMKIIα ne présente pas cette signature, 
mais que son association avec CaMKIIβ lui permet de suivre le même patron de translocation 
au niveau synaptique [417, 418]. L’hétéromultimérisation permet également de générer des 
unités fonctionnelles avec des sensibilités différentes pour le complexe Ca2+/CaM. Cette 
diversité permet à CaMKII de répondre à une large gamme d’oscillations calciques avec des 
fréquences et des cinétiques variées [412, 419, 420] qui seront traduites en des réponses 
cellulaires variables. Une sous-unité particulière de CaMKII, αKAP, a été identifiée dans le 
muscle squelettique. Elle ne possède pas d’activité enzymatique et agit à titre d’ancrage aux 
membranes via sa région N-terminale. Elle permet une compartimentalisation de l’enzyme en 
s’assemblant avec les autres sous-unités de CaMKII [421].  
1.4.1.2 Mécanismes d’activation  
 CaMKII est une kinase dont l’activation est modulée par le complexe Ca2+/CaM. La 
liaison de ce complexe est essentielle pour l’initiation de son activation. Cependant, CaMKII 
possède également une activité indépendante du Ca2+, ainsi qu’une régulation par le stress 
oxydant (Figure 18). Ceci ajoute un niveau de complexité dans ses mécanismes d’activation et 
de modulation élargissant la gamme de signaux intracellulaires qu’elle peut décoder.  
De façon plus exhaustive, une augmentation de Ca2+ intracellulaire est tout d’abord 
nécessaire pour permettre la formation du complexe Ca2+/CaM. Le site de liaison du complexe 
Ca2+/CaM est localisé dans le domaine régulateur de CaMKII. En absence de complexe, la 
portion catalytique du monomère est repliée sur le domaine régulateur, une conformation 
inactive caractérisée comme étant « autoinhibitrice ». La liaison du complexe engendre le 
dépliement du monomère ce qui relève l’autoinhibition et expose le domaine catalytique le 
rendant ainsi accessible à l’ATP (i.e le substrat permettant la phosphorylation) [422, 423]. La 
protéine est ainsi activée. On caractérise l’activation suite à la liaison du complexe Ca2+/CaM 
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comme étant l’activité Ca2+-dépendante de CaMKII. De façon intéressante, CaMKII est 
également son propre substrat. En présence de 2 monomères adjacents liés au complexe 
Ca2+/CaM, il est possible d’observer un mécanisme d’autophosphorylation croisée à la 
position thréonine (Thr) 287 (Thr287; Thr 286 pour l’isoforme α, Thr286). C’est via ce 
mécanisme d’autophosphorylation que CaMKII acquiert sa réelle capacité de décodeur 
d’oscillations calciques. Le premier effet de cette autophosphorylation en Thr286/287 est 
connu sous le nom de « CaM-trapping » (i.e prendre au piège la CaM). Le CaM-trapping est 
défini par une diminution de 1 000 fois du taux de dissociation du complexe Ca2+/CaM 
permettant de prolonger l’état activé de la protéine [424]. La phosphorylation en Thr286/287 
permet également le maintien de l’activité catalytique malgré la dissociation du complexe 
Figure 18. Structure et mécanismes d'activation de CaMKII. 
La forme monomérique de la protéine kinase II dépendante du complexe calcium-calmoduline 
(CaMKII) possède 3 domaines (catalytique en N-terminal, régulateur central, association en C-
terminal). L’unité fonctionnelle est constituée de 6 à 12 monomères. En condition 
d’autoinhibition, le domaine catalytique est replié sur le domaine régulateur. Une augmentation 
de calcium (Ca2+) intracellulaire permet la formation du complexe Ca2+-calmoduline 
(Ca2+/CaM) qui une fois lié au monomère engendre son dépliement et son activation. Une 
autophosphorylation ou une oxydation de certains résidus permet de maintenir une activité 




[425, 426] ce qui correspond à l’activité Ca2+-indépendante de CaMKII (désignée 
« autonomous activity »). Malgré un retour à la valeur de base du Ca2+ intracellulaire, la 
phosphorylation en Thr286/287 maintient CaMKII dans un état partiellement activé. C’est lors 
d’une augmentation subséquente de Ca2+ que ce mécanisme d’autophosphorylation procure à 
CaMKII son rôle de senseur calcique. Si la fréquence des oscillations calciques ne permet pas 
aux phosphatases de déphosphoryler les monomères de CaMKII, CaMKII peut atteindre des 
niveaux d’activation supérieurs lors de la deuxième augmentation de Ca2+ intracellulaire (i.e 
un plus grand nombre de monomères sous forme active) comparativement à la première 
augmentation de Ca2+ intracellulaire (Figure 19) [420, 427]. CaMKII est déphosphorylée par 
différentes phosphatases telles que PP1, PP2A et PP2C [428, 429]. Puisque qu’un consensus 
dans la littérature converge vers l’appellation « Thr286 » pour désigner ce site de 
phosphorylation, cette appellation sera favorisée pour l’ensemble de cette thèse.  
 La phosphorylation en Thr286 est l’état phosphorylé le plus décrit dans la littérature, 
mais CaMKII peut également s’autophosphoryler en Thr306/307 (Thr305/306 pour l’isoforme 
α) [430]. Celle-ci requiert la liaison initiale du complexe Ca2+/CaM et la phosphorylation en 
Thr286. L’autophosphorylation en Thr286 est essentielle puisque le monomère doit être dans 
un état actif, mais non lié au complexe Ca2+/CaM puisque les résidus Thr305/306/307 (en 
fonction des isoformes) sont inaccessibles en présence du complexe Ca2+/CaM [431]. 
L’autophosphorylation en Thr305/306/307 limite la liaison subséquente du complexe 
empêchant ainsi une réactivation du monomère. Dans la littérature, cette autophosphorylation 
est couramment exprimée en termes d’inhibition de la protéine [430]. Par contre, puisque cette 
autophosphorylation est subséquente à l’autophosphorylation du site Thr286, le monomère est 
dans les faits toujours actif jusqu’à déphosphorylation du site Thr286. L’enzyme n’est donc 
pas directement inhibée par l’autophosphorylation en Thr305/306/307 [432].   
 La caractérisation de la modulation de CaMKII par les stress oxydant a récemment été 
effectuée particulièrement par le groupe de Mark E. Anderson. L’effet des ROS sur son 
activité avait préalablement été rapporté suite à une stimulation par le H2O2 en présence de 
chélateurs calciques [433]. Ce mécanisme est intéressant dans le contexte vasculaire puisque 
cet environnement est reconnu pour être constamment soumis à des variations de stress 
oxydatif, particulièrement en conditions pathologiques [434]. Ce mécanisme de régulation 
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survient suite à la liaison du complexe Ca2+/CaM menant à l’activation de la kinase. Il a été 
observé que CaMKII pouvait alors être soumise à l’oxydation des méthionines (Met) en 
position 281 et 282 (Met281/282) localisées dans le domaine régulateur. Ce mécanisme 
d’oxydation est similaire à l’autophosphorylation en Thr286, i.e qu’il permet à CaMKII 
d’acquérir une activité indépendante du complexe Ca2+/CaM [435]. Notons que la paire de 
Met281/282 est conservée pour les isoformes β, δ et γ, tandis que la Met281 est substituée par 
une cystéine dans l’isoforme α [435]. Par contre, les cystéines sont également susceptibles 
d’être oxydées [436].  
CaMKII est donc une kinase pouvant intégrer les signaux calciques et oxydants, deux 
seconds messagers ubiquitaires et impliqués dans plusieurs fonctions cellulaires 
particulièrement au sein de l’endothélium. 
1.4.1.3 CaMKII : les outils pharmacologiques et moléculaires 
Plusieurs outils pharmacologiques permettent de moduler l’activité de CaMKII à des 
fins de recherche fondamentale. La première molécule inhibitrice a été synthétisée en 1990 par 
le groupe de Hiroyoshi Hidaka. Le 1-[N,O-bis(5-Isoquinolinesulfonyl)-N-methyl-L-tyrosyl]-4-
phenylpiperazine (KN-62) cible le domaine de liaison de la CaM dans le domaine régulateur 
Figure 19. Niveau d'activité de CaMKII en fonction des oscillations calciques. 
Une première augmentation de calcium (Ca2+) intracellulaire induit l’activation et 
l’autophosphorylation (P-Thr286) d’un certain nombre de sous-unités de la protéine kinase II 
dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII). Une deuxième augmentation de 
Ca2+ intracellulaire suffisamment rapprochée dans le temps permet d’obtenir un niveau 
d’activité supérieur de CaMKII si cette dernière n’a pas subi préalablement une 
déphosphorylation de ses sous-unités actives par les phosphatases. Ce mécanisme lui permet 




plutôt que le domaine de liaison d’ATP tel qu’il est rapporté pour les inhibiteurs de kinases 
classiques [437]. Puisque cette molécule est de type compétitrice, elle n’affecte pas l’activité 
des monomères ayant une activité indépendante du complexe. Les monomères phosphorylés 
doivent être déphosphorylés avant d’être inhibés par le KN-62. Tout juste un an plus tard, ce 
même groupe publie une nouvelle étude avec une molécule améliorée très similaire, le N-[2-
[[[3-(4′-Chlorophenyl)-2-propenyl]methylamino]methyl]phenyl]-N-(2-hydroxyethyl)-4′ 
methoxybenzenesulfonamide (KN-93). La constante d’inhibition du KN-93 est près de 3 fois 
plus faible que le KN-62 (0,37 µM Vs 0,9 µM) [438]. Il a été rapporté que cet inhibiteur 
affecte l’activité des canaux calciques dépendants du voltage de type-L (Cav1.2), les canaux 
potassiques voltage-dépendants (Kv) et le courant potassique rectifiant (Ikr) [439-441]. Il est 
donc important de considérer ces effets lors d’études effectuées sur des types cellulaires 
exprimant ces canaux ou courants.  
En plus des molécules pharmacologiques disponibles, plusieurs outils moléculaires 
permettent de limiter l’activité de CaMKII. On retrouve les peptides inhibiteurs de CaMKII 
basés « sur le substrat » [442]. Ils sont dérivés de la région autoinhibitrice de CaMKII qui 
empêche l’exposition du domaine catalytique. Le principe de ces peptides inhibiteurs repose 
sur la compétition signifiant que CaMKII interagit avec ces peptides au lieu de ses réels 
substrats. On retrouve dans cette catégorie l’AC2-I (pour Autocamtide-2 derived inhibitory 
peptide), l’AC3-I (pour Autocamtide-3 derived inhibitory peptide) et l’AIP (pour 
Autocamtide-2 related Inhibitory Peptide) [443-446]. Il existe des souris transgéniques qui 
expriment ces peptides de façon cellule spécifique [447]. Plusieurs publications optent plutôt 
pour l’utilisation de CaMKIIN (ou d’un peptide dérivé de cette protéine [448]) qui correspond 
à une petite protéine inhibitrice endogène. CaMKIIN se lie au domaine catalytique de CaMKII 
l’empêchant d’effectuer son activité enzymatique [444, 449] et il peut être surexprimé de 
façon tissus-spécifique via des souris transgéniques ou in vitro par infection virale  [450, 451].  
1.4.2 Les fonctions de CaMKII 
Au fil des années, CaMKII a été identifiée comme étant capable de phosphoryler un 
large éventail de cibles cellulaires d’où son appellation de protéine multifonctionnelle. En 
agissant comme senseur calcique, elle est un effecteur de choix en permettant d’intégrer 
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différents signaux intracellulaires et de fournir une réponse cellulaire adaptée. Il est possible 
de constater un engouement particulier pour CaMKII dans le domaine neuronal et 
cardiovasculaire. Ainsi, une attention particulière sera portée sur ces champs de recherche 
dans les prochaines sous-sections. 
1.4.2.1 CaMKII et les neurones 
Parmi ses nombreuses fonctions, CaMKII est reconnue pour son rôle dans le 
mécanisme nommé « long-term potentiation » (LTP), une forme de plasticité synaptique 
définie comme étant la capacité du système nerveux de s’adapter à des circonstances 
extérieures et d’emmagasiner les informations qui en découlent [452]. Cette kinase est donc 
essentielle dans les processus physiologiques permettant l’apprentissage et la mémoire à long 
terme en modulant divers aspects fonctionnels des neurones (Figure 20). 
Un des premiers aspects est son rôle dans la transmission synaptique. Il a été démontré 
que la région terminale (ou pré-synaptique) est enrichie de CaMKII. Elle y est maintenue par 
son interaction avec les canaux calciques voltage dépendant 2.1 (Cav2.1). Ce complexe 
favorise sont activation via le Ca2+ entrant par Cav2.1 ainsi que son autophosphorylation. Il est 
suggéré que CaMKII fait partie d’une boucle de rétroaction positive en modulant l’activité du 
Cav2.1 [453]. La région terminale est enrichie en synapsine 1, une protéine associée aux 
vésicules synaptiques et primordiale pour la relâche de neurotransmetteurs dans la fente 
synaptique [454]. Des études montrent que CaMKII phosphoryle la synapsine 1 ce qui 
engendre la libération des vésicules contenant des neurotransmetteurs de leur ancrage au 
cytosquelette permettant leur fusion avec la membrane pré-synaptique [455, 456].  
En plus d’agir au niveau pré-synaptique, CaMKII permet l’intégration et la régulation 
de signaux en région post-synaptique. Cette région exprime des canaux qui sont perméables au 
Ca2+ dont l’ouverture est régulée par la liaison du glutamate relâché dans la fente synaptique. 
Ces canaux sont nommés en fonction des agonistes spécifiques qui modulent leur activité, soit 
les NMDAR pour N-Methyl-D-aspartate acid et les AMPAR pour 2-Amino-3-3-hydroxy-5-
methyl-isoazol-4-yl propaoic acid [457]. Il a été démontré que l’entrée de Ca2+ par les 
NMDAR active CaMKII [373] et favorise son autophosphorylation en Thr286 [458]. Il en 
résulte la libération de CaMKII de son ancrage au cytosquelette et sa translocation afin de 
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moduler l’activité des AMPAR [373, 458]. Ce mécanisme de rétroaction positive sur les 
AMPAR relie CaMKII aux fonctions cognitives. La phosphorylation de la sous-unité GluR1 
du AMPAR par CaMKII augmente sa conduction [459, 460]. Cette phosphorylation en sérine 
(Ser) 831 est observée lors du mécanisme de LTP [461, 462] et une mutation de ce site de 
phosphorylation altère la capacité d’apprentissage de la souris [463]. La plasticité synaptique 
dépend du recrutement des canaux AMPAR à la surface, un processus favorisé par CaMKII 
qui induit la translocation de la sous-unité GluA2 du RE vers la synapse [464] et leur ancrage 
dans la membrane en agissant sur des protéines régulatrices telles que la stargazin [465, 466]. 
L’expression à la surface de AMPAR est affectée par une accumulation de β-amyloide en 
condition d’Alzheimer. Cette accumulation modifie le patron de localisation de CaMKII en 
réduisant sa présence en région post-synaptique ce qui affecte l’expression à la surface et le 
Figure 20. Schématisation simplifiée des fonctions de CaMKII dans le neurone. 
L’activation de la protéine kinase II dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) 
favorise la libération de neurotransmetteurs en région pré-synaptique. En région post-
synaptique, l’activation de CaMKII par le calcium (Ca2+) entrant par les NMDAR potentialise 
l’entrée d’ions par les récepteurs AMPA. Ces mécanismes sont impliqués dans les processus 
d’apprentissage en favorisant l’intégration des signaux permettant la mémoire à long terme.  
VDCC : Canaux calciques voltage-dépendants (isoforme 2.1), NMDAR: Récepteur à l’acide 
N-Methyl-D-aspartate, AMPAR : Récepteur à l’acide 2-Amino-3-3-hydroxy-5-methyl-isoazol-
4-yl propaoic, GluA2 : Sous-unité de l’AMPAR, GluR1 : Protéine régulatrice de l’AMPAR. 
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fonctionnement des AMPAR [467]. Ainsi, les souris déficientes en CaMKII ou dont la 
capacité d’autophosphorylation en Thr286 était altérée démontrent un déficit du LTP et des 
troubles cognitifs [468, 469].  
1.4.2.2 CaMKII et les cardiomyocytes 
Une part importante du rôle de CaMKII dans la physiopathologie cardiaque passe via 
ses actions sur les acteurs impliqués dans les dynamiques calciques cardiaques (Figure 21). 
Une altération de la régulation de ces différents effecteurs a été mise en évidence dans 
plusieurs pathologies cardiaques et fait l’objet de plusieurs revues de littérature [470-473].  
Le mécanisme de contraction des cardiomyocytes dépend de l’augmentation de Ca2+ 
intracellulaire qui repose essentiellement sur le couplage fonctionnel de 2 canaux calciques 
[474]. Elle est initiée par un influx calcique provenant des Cav1.2 (« Ca2+ sparklets ») qui sont 
activés par la dépolarisation de la membrane. Cet influx stimule la libération de Ca2+ par un 
mécanisme de CICR avec les RyR de type 2 (RyR2; « Ca2+ sparks ») juxtaposés en face des 
Cav1.2 [388]. Cette proximité [475, 476] permet une libération rapide du Ca2+ du SR en 
réaction à un changement de potentiel membranaire perçu par les Cav1.2 [474]. La littérature 
rapporte que CaMKII peut influencer l’activité de ces 2 effecteurs calciques primordiaux à la 
contraction cardiaque.  
Plusieurs études ont démontré que l’inhibition de CaMKII affecte grandement l’activité 
des Cav1.2 [477-479]. Cet effet provient entre autres de sa capacité à phosphoryler la sous-
unité régulatrice auxiliaire β2a en position Thr498 ce qui prolonge l’ouverture des Cav1.2 
[480]. Une association entre CaMKII et cette sous-unité est essentielle dans le mécanisme de 
facilitation du courant calcique modulé par CaMKII [480, 481]. CaMKII phosphoryle 
également la sous-unité principale constituant le canal dans la membrane plasmique en 
position sérine (Ser) 1512 et Ser1570. Des mutations à ces deux positions altèrent également 
le mécanisme de facilitation du courant de ce canal par CaMKII tel que démontré dans un 
système d’expression [482] ou dans des cardiomyocytes de souris transgéniques exprimant 
une mutation pour ces deux sites [483]. Il est important de rappeler que l’utilisation du KN-93 
dans le cadre de l’étude du rôle de CaMKII sur les Cav1.2 cardiaque doit être considérée 
comme une limite importante tel que mentionnée précédemment [441, 484].   
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Le RyR2 est également un substrat de CaMKII dont la phosphorylation stimule la 
libération de Ca2+ [485]. En effet, l’utilisation d’AIP pour inhiber CaMKII réduit l’activité des 
Ca2+ sparks qui résulte des RyRs [486]. Des études d’immunoprécipitation ont d’ailleurs 
établi que CaMKIIδ, l’isoforme la plus étudiée au niveau cardiaque [487], s’associe 
directement avec le RyR2 [486]. Les souris dont la séquence du RyR2 a été mutée de façon à 
mimer un récepteur constitutivement phosphosphorylé (S2814D, remplacement de la Ser par 
un aspartate) développent des problèmes cardiaques en vieillissant tels que des troubles 
Figure 21. Schématisation simplifiée des fonctions de CaMKII dans le cardiomyocyte. 
L’activation de la protéine kinase II dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) 
permet d’augmenter la concentration intracellulaire en Ca2+ du cardiomyocyte ce qui favorise 
sa contraction. Inversement, CaMKII participe à la réduction de la concentration intracellulaire 
en Ca2+ en augmentant l’activité de la pompe SERCA favorisant le retour du Ca2+ dans le 
réticulum sarcoplasmique (RS). CaMKII contrôle la transcription des gènes en induisant 
l’exportation nucléaire des HDAC. Parallèlement, elle contrôle son propre niveau d’activité en 
phosphorylant les récepteurs à l’inositol 1,4-5 triphosphate de type 2 (IP3R2). Ca2+ : Calcium, 
VDCC : Canaux calciques voltage-dépendants, SERCA : Sarcoplasmic/Endoplasmic 
Reticulum Calcium-ATPase, PLB : Phospholamban, RyR : Récepteur à la ryanodine, ATP: 





arythmiques [488]. Chez les patients avec une cardiomyopathie dilatée, une augmentation de 
la phosphorylation à ce site est observée [489]. Le rôle de ce site de phosphorylation par 
CaMKII dans le développement de pathologies cardiaques est renforci par la protection 
qu’apporte chez les souris sa mutation de façon à éliminer la possibilité de phosphorylation 
(S2814A, remplacement de la Ser par une alanine) [488]. Ces résultats suggèrent que CaMKII 
aurait un effet amplificateur délétère sur la libération de Ca2+ puisqu’elle est elle-même activée 
par les oscillations calciques générées lors des cycles de contraction cardiaque.  
Outre son rôle modulateur de l’influx ou de la libération de Ca2+, CaMKII module le 
retour du Ca2+ dans le SR. La recapture du Ca2+ s’effectue via la pompe SERCA dont l’activité 
est contrôlée par le PLB qui exerce une fonction inhibitrice sur la pompe. Nombreuses sont les 
études qui ont décrit comment cette fonction inhibitrice peut être relevée par une 
phosphorylation en Thr17 par CaMKII [317, 490, 491]. Cette phosphorylation en Thr17 est 
modulée par la fréquence de stimulation des cardiomyocytes. Cette modulation fréquence-
dépendante est éliminée par l’ajout d’inhibiteur de CaMKII suggérant que cette kinase 
favorise cette sensibilité [492]. CaMKII régulerait également SERCA via une phosphorylation 
directe de la pompe ce qui augmente la vitesse de recapture de près de 70% [493] et double 
son activité catalytique [494]. L’effet de CaMKII sur la recapture de Ca2+ permet de limiter 
l’augmentation de Ca2+ intracellulaire dans le temps et de favoriser un retour à l’état de 
relaxation du myocyte cardiaque. 
En plus de réguler le cycle du Ca2+ cytosolique, CaMKII contrôle le Ca2+ nucléaire 
modulant ainsi l’expression génique cardiaque. L’enveloppe nucléaire exprime des IP3R2s 
[495, 496]. L’entrée de Ca2+ par ces IP3Rs dans le noyau module l’activité de CaMKII tel que 
démontré par une augmentation de sa phosphorylation en Thr286 suite à une stimulation des 
récepteurs à l’ET-1 nucléaires [497, 498]. L’activation de CaMKII favorise l’exportation 
nucléaire des histones désacétylases (HDAC). Cette extrusion du noyau relève la répression 
exercée par les HDACs sur la transcription [498, 499]. Une fois activée, il est suggéré que 
CaMKII agit en rétroaction sur sa voie d’activation. En effet, CaMKII diminue la P0 des 
IP3R2s en phosphorylant le résidu Ser150, un acide aminé juxtaposé au domaine de liaison à 
l’IP3 [495, 500]. Un alignement de séquence souligne le remplacement de la Ser150 par une 
Thr pour l’IP3R1 et 3, un résidu qui pourrait être également phosphorylable par CaMKII [500].   
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1.4.2.3 CaMKII et les cellules musculaires lisses 
L’intérêt de CaMKII au niveau vasculaire passe également via son importance au 
niveau des CMLs. Plus particulièrement, son rôle dans la prolifération et la migration 
cellulaire a largement été détaillé. Le patron d’expression de CaMKII au niveau des CMLs 
dépend de l’état prolifératif et donc phénotypique de ce type cellulaire. Les CMLs qui sont 
dans un état prolifératif expriment plus fortement l’isoforme δ comparativement aux CMLs 
différenciées qui expriment principalement l’isofome γ [501]. L’activation de CaMKII est une 
étape essentielle pour la migration et la prolifération des CMLs. Par exemple, l’inhibition de 
CaMKII avec le KN-62 ou le KN-93 élimine la migration cellulaire induite par l’ajout de 
molécules attractantes telles que le PDGF (pour Platelet-derived growth factor) [502, 503]. 
Cette corrélation entre l’augmentation de prolifération des CMLs et l’activation de CaMKII a 
été transposée en condition pathologique où une augmentation de l’épaisseur de la média due à 
une augmentation de la proportion de CMLs était observée. Dans cette condition, une 
augmentation de l’expression de CaMKIIδ était notée. Inversement, une réduction de la 
prolifération des CMLs était observée dans un modèle de souris déficientes pour cette 
isoforme. Ces résultats suggèrent que la présence de CaMKII favorise l’établissement de cette 
condition pathologique [504]. Des CMLs provenant de souris déficientes en CaMKIIγ 
présentent une augmentation de leur capacité proliférative tandis que la surexpression de 
CaMKIIγ réduit d’environ 40% la prolifération observée en culture cellulaire [505]. Ces 
résultats suggèrent que CaMKIIγ agit comme un facteur inhibiteur de la prolifération 
comparativement à CaMKIIδ qui la favorise impliquant la modulation de plusieurs voies 
distinctes par CaMKII. Entre autres, CaMKII est un facteur modulant la transition entre la 
phase G1 (état quiescent) et S (initiation et réplication de l’ADN) du cycle cellulaire (Figure 
22) [506]. Cette transition requiert plusieurs facteurs tels que des régulateurs de transcription 
ou des protéines kinases de type Cdk (pour Cyclin-dependent kinase) [506, 507]. Il a été 
démontré que CaMKII influence l’expression de plusieurs de ces éléments régulateurs comme 
la Cdk2 ou la cycline E qui agissent en concert. Une déficience en CaMKIIδ permet de 
prévenir l’augmentation d’expression de ces deux éléments observés dans un modèle 
pathologique induit par la ligation de la carotide [504]. Ces éléments sont régulés par p21, un 
répresseur de la progression du cycle cellulaire. Il s’avère qu’une augmentation de 
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l’expression de p21 est observée dans les souris CaMKIIδ-/- ayant subi la ligation [504] 
suggérant que CaMKII favorise une réduction de l’expression de p21 et la progression dans le 
cycle cellulaire. Cette modulation de l’expression de p21 par CaMKII a également été 
démontrée dans des fibroblastes [508] signifiant que le rôle de CaMKII dans la progression du 
cycle cellulaire ne serait pas exclusif aux CMLs. Comme pour les cardiomyocytes, CaMKII 
régule la transcription génique du muscle lisse en favorisant la phosphorylation des HDAC. 
Suite à une stimulation par le PDGF ou à une surexpression de CaMKII constitutivement 
active, une augmentation de la phosphorylation de HDAC4/5 est observée relevant ainsi 
l’inhibition qu’elles exercent sur la transcription génique [509]. Ainsi, le rôle de CaMKII dans 
les fonctions de base ne semble pas restreint à un type cellulaire et pourrait être ubiquitaire. 
La migration et la prolifération nécessitent une interaction entre les cellules et la 
matrice extracellulaire afin de favoriser leur déplacement. Il est suggéré que CaMKII 
influence entre autres les métalloprotéinases (MMP pour Matrix metalloproteinase) qui ont 
pour fonction la dégradation de la matrice extracellulaire. Une comparaison entre des CMLs 
présentant une délétion de l’expression de CaMKIIδ et des CMLs contrôles démontre une 
diminution de la présence de MMP9 dans le milieu de culture des CMLs CaMKIIδ-/-. Une 
réduction d’expression de MMP9 dans les carotides provenant de souris CaMKIIδ-/-  est 
également observée  [510] suggérant un rôle de CaMKII dans la régulation de l’expression de 
Figure 22. Rôle de CaMKII dans la progression du cycle cellulaire des cellules musculaires 
lisses. 
La protéine kinase II dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) diminue 
l’expression du répresseur du cycle cellulaire p21. CaMKII favorise l’expression de cdk2 et de 
la cycline E qui pemettent le passage de la phase G1 à la phase S. Ces deux protéines sont 
contrôlées par p21. CaMKII stimule donc la progression dans le cycle cellulaire. 
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MMP9. Cette relation a également été soulevée au niveau du myocarde [511, 512]. Par 
ailleurs, l’activation des molécules d’adhésion génère des augmentations calciques transitoires 
qui activent CaMKII et qui favorisent la migration des CMLs [513]. L’inhibition de certaines 
de ces intégrines diminue de 2 fois l’activation de CaMKII perçue par une altération de l’état 
phosphorylé en Thr286 suite à une stimulation au PDGF [514].  
Le rôle de CaMKII dans la modulation des courants ioniques semble sans équivoque 
(Figure 23).  Tout comme pour les cardiomyocytes, CaMKII favorise l’entrée de Ca2+ par les  
Cav1.2 des CMLs. Dans des CMLs provenant de souris transgéniques qui expriment le peptide 
inhibiteur de CaMKII, une réduction de la phosphorylation de la sous-unité Cavβ3 est 
observée [515]. Conséquemment, les propriétés électrophysiologiques de la CML des souris 
Figure 23. Voies de signalisation modulées par CaMKII et pouvant contrôler la contraction de 
la cellule musculaire lisse. 
La protéine kinase II dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) favorise 
l’activité de la MLCK ce qui augmente la phosphorylation des chaines légères de myosine et 
favorise la contraction de la cellule musculaire lisse (CML). CaMKII favorise l’entrée de 
calcium (Ca2+) par les canaux calciques voltage-dépendants (VDCC) en phosphorylant la sous-
unité Cavβ3 du canal. La phosphorylation par CaMKII du phospholamban (PLB) diminue le 
Ca2+ intracellulaire en favorisant l’activité de SERCA (Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum 
Calcium-ATPase). CaMKII module l’équilibre ionique en réduisant le courant chlore (ICl) ce 
qui potentialise la dépolarisation et la contraction subséquente de la CML. MLCK : Kinase des 




transgéniques sont modifiées puisque l’entrée de Ca2+ est réduite suite à une stimulation 
d’ANGII comparativement aux CMLs de souris contrôles [515]. Par ailleurs, une diminution 
du contenu en Ca2+ du SR est observée dans les CMLs exprimant le peptide inhibiteur. Ces 
résultats sont corrélés avec une réduction de la phosphorylation du PLB suggérant une 
réduction de la recapture de Ca2+ par SERCA en présence d’une inhibition de CaMKII [512]. 
Il a été rapporté dans des cellules HeLa que αKAP permet d’ancrer CaMKII à proximité de la 
pompe SERCA. Cette proximité  permet de contrôler le niveau de phosphorylation du PLB par 
CaMKII [516]. Cette relation pourrait également être présente dans les CML, mais cette 
hypothèse reste à évaluer. En plus de moduler les courants calciques, CaMKII semble 
contrôler les courants chlore (Cl-) (ICl) dans les CMLs. Ce courant est fortement impliqué dans 
l’établissement du potentiel membranaire de cette cellule excitable [517]. L’utilisation d’AIP 
engendre une augmentation des ICl dépendants du Ca2+ telle qu’observée dans des CMLs 
provenant d’artères coronaires ou d’artères pulmonaires de lapin [518, 519] suggérant que 
CaMKII peut réduire ces courants.  
L’utilisation d’agonistes qui favorisent la contraction des CMLs démontre une 
augmentation importante du niveau d’activité de CaMKII [520]. Il a donc été suggéré qu’une 
relation entre CaMKII et le mécanisme de contraction des CMLs pouvait être établie. De ce 
fait, CaMKII contrôle positivement l’état d’activité de la MLCK résultant en une 
augmentation de la phosphorylation de la chaine légère de myosine, étape essentielle à la 
contraction [521]. Une inhibition spécifique de CaMKIIγ2 réduit la phosphorylation de ces 
chaines légères suggérant un rôle spécifiquement pour cette isoforme dans la contraction. Bien 
qu’il ait été démontré dans les cardiomyocytes que CaMKII peut directement phosphoryler les 
chaines légères de myosine [522], ceci ne semble pas avoir été évalué au niveau des CMLs qui 
possèdent une organisation distincte des cardiomyocytes. Plusieurs autres études ont établi le 
rôle de CaMKII dans la contraction des CMLs, que ce soit au sein des mêmes ou d’autres 
voies de signalisation. Par contre, plusieurs d’entre elles ont été effectuées avec le KN-93 qui 
possède plusieurs cibles non spécifiques présentes dans la CML et qui peuvent fortement 
influencer ces mécanismes de contraction. Ainsi, il serait essentiel de reproduire ces études 
avec les nouveaux outils disponibles pour s’assurer de la validité des résultats.  
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1.4.3 CaMKII et l’endothélium 
L’étude de le la fonction endothéliale est complexe dû au fort potentiel de 
différenciation et de modification du patron d’expression protéique des CEs en culture. De 
plus, la perte de la structure qu’est la PME engendre inévitablement une modification de 
l’homéostasie endothéliale via une relocalisation des effecteurs naturellement localisés dans ce 
microdomaine. Ainsi, l’utilisation d’artères entières permet de conserver l’intégrité artérielle et 
la polarité fortement affectée par le processus de culture. Tout comme pour les autres types 
cellulaires, les diverses fonctions endothéliales semblent fortement requérir CaMKII.  
1.4.3.1 Les isoformes exprimées dans les cellules endothéliales 
De nombreux résultats discordants sont retrouvés dans la littérature concernant les 
isoformes de CaMKII exprimées dans l’endothélium. Puisque les premières études concernant 
CaMKII semblaient localiser CaMKIIα et β strictement au niveau neuronal, tandis que 
CaMKIIδ et γ étaient plutôt considérées comme étant présentes dans les autres tissus [523, 
524], plusieurs études sur l’endothélium ont considéré uniquement l’étude de CaMKIIδ et γ en 
excluant la présence potentielle des isoformes « strictement localisées au niveau cérébral ». À 
titre d’exemple, des études d’immunobuvardage de type Western sur différents types de CEs 
en culture (HUVEC, CEs artérielles bovine; BAEC, et CEs de microvaisseaux du derme 
humain; HDMEC) utilisant un anticorps reconnaissant toutes les isoformes de CaMKII 
résultaient en la présence d’une bande correspondant à un poids moléculaire d’environ 50 kDa 
[525]. Cette bande a été directement associée par les auteurs à CaMKIIδ bien que CaMKIIα 
possède un poids moléculaire similaire. Une autre étude examinant la présence de CaMKII 
dans des CEs cérébrales de rat (RBEC) par une technique d’hybridation in situ a ciblé 
CaMKIIα comme isoforme exprimée. Cependant, lors de cette étude, la présence de CaMKIIδ 
et γ n’a pas été évaluée [526]. Ainsi, plusieurs lacunes peuvent être soulevées dans la méthode 
d’identification telle que l’exclusion de prime abord de la possibilité de certaines isoformes. 
Des études au laboratoire ont permis d’effectuer une évaluation complète de l’expression et de 
la localisation des 4 isoformes de CaMKII dans l’endothélium natif d’artères de résistance de 
souris. Les résultats démontrent une expression de CaMKIIα, β et δ au niveau de 
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l’endothélium. CaMKIIα et β présentent une localisation homogène dans le cytoplasme de la 
cellule ainsi qu’une expression particulière au sein des fenestrations de la LEI (régions 
correspondant aux PMEs). CaMKIIδ semble restreinte à la membrane plasmique ainsi qu’à la 
région périnucléaire qui pourrait correspondre à l’appareil de Golgi. La présence de CaMKIIδ 
dans la PME n’a pas été observée [527]. L’observation d’une localisation spécifique des 
isoformes suggère un rôle différentiel de ces dernières dans la fonction endothéliale.  
1.4.3.2 Les fonctions endothéliales régulées par CaMKII 
Plusieurs études ont ciblé CaMKII comme étant un régulateur de fonctions cellulaires 
de bases en jouant le rôle d’intermédiaire au second messager qu’est le Ca2+. Il a été détaillé 
dans la section 1.3 que l’endothélium présente une vaste gamme de dynamiques calciques, 
dont des oscillations calciques. L’intérêt de CaMKII réside dans sa capacité à présenter des 
niveaux d’activation variés en fonctions des oscillations calciques intracellulaires. Ainsi, le 
lien entre CaMKII et les fonctions endothéliales a été étudié. 
La perméabilité vasculaire consiste en la capacité des composés (ions, molécules, 
cellules immunitaires) à traverser la monocouche endothéliale afin d’atteindre la média. Une 
altération des mécanismes de perméabilité vasculaire peut mener à des conditions 
pathologiques telles que l’athérosclérose [528]. La thrombine est un agoniste largement utilisé 
dans le domaine vasculaire afin d’induire une augmentation de la perméabilité vasculaire 
[529]. L’ajout de thrombine augmente le niveau d’activité de CaMKII reflété par son état de 
phosphorylation en Thr286 [525] et l’inhibition ou la réduction de l’expression de CaMKII 
réduit la perméabilité vasculaire induite par cet agoniste [525, 530] suggérant que CaMKII 
favorise la perméabilité vasculaire. Cette perméabilité repose sur plusieurs mécanismes, dont 
l’intégrité des jonctions intercellulaires qui dépend fortement des dynamiques reliées au 
cytosquelette. L’utilisation d’agents pharmacologiques inhibant CaMKII a permis de 
démontrer qu’elle contrôle le réarrangement du cytosquelette induit par la thrombine [530-
532]. La communication intercellulaire semble être un facteur primordial dans cette altération 
de la perméabilité induite par l’inhibition de CaMKII. D’une part, une inhibition des jonctions 
GAP réduit la perméabilité vasculaire [533]. D’autre part, l’expression des Cx induite par la 
bradykinine (BK) qui augmente également la perméabilité vasculaire est réduite lors de 
 
 65 
l’inhibition de CaMKII [531]. Bien que cela n’ait pas été évalué dans l’endothélium, il a été 
démontré que CaMKII pouvait directement phosphoryler la Cx43 provenant de ventricules 
[534] qui constitue une des trois Cx exprimées dans l’endothélium [74]. L’ensemble de ces 
résultats positionne CaMKII comme régulateur de la perméabilité et de la communication 
endothéliale, mais l’identification des voies de signalisation spécifiques n’est pas complétée.  
Le rôle des dynamiques calciques dans la fonction endothéliale est sans équivoque. Par 
ailleurs, de nombreuses études ont mis en lumière le rôle de CaMKII dans la régulation des 
dynamiques calciques intracellulaires dans d’autres types cellulaires. Au niveau de 
l’endothélium, CaMKII joue un rôle dans le mécanisme de SOCE. Il est possible d’induire ce 
dernier par l’application extracellulaire d’ATP qui, via la liaison aux récepteurs purinergiques, 
induit un relargage des réserves intracellulaires en Ca2+ suivi d’un influx calcique [535]. Il 
s’avère que l’inhibition de CaMKII dans des BAECs altère les cinétiques des augmentations 
calciques transitoires induites par l’ATP, plus spécifiquement la deuxième phase du signal 
calcique associée à l’entrée de Ca2+. Ceci suggère que l’établissement du SOCE requiert 
l’activation de CaMKII [377]. De façon surprenante, l’application de KN-93 ou d’AIP sans 
aucune stimulation supplémentaire engendre une libération de Ca2+ similaire à l’ATP ce qui 
suggère que CaMKII exerce une inhibition basale des protéines impliquées dans la libération 
de Ca2+ par les réserves intracellulaires. L’inhibition des IP3Rs par l’application de 2-
aminoethoxydiphenyl borate (2-APB) affecte considérablement les augmentations calciques 
transitoires induites par l’ATP ou par le KN-93 suggérant que la libération de Ca2+ est générée 
par les IP3Rs [377, 536]. Ces résultats appuient le fait que CaMKII peut réguler négativement 
les IP3Rs endothéliaux tel qu’observé dans les myocytes cardiaques. 
L’activation Ca2+-dépendante de la NOS-3 a été décrite en détail précédemment. 
Cependant, l’activité de cette enzyme ne se résume pas à une régulation directe par le Ca2+ 
puisque plusieurs aspects de son activité peuvent être régulés des kinases comme CaMKII qui 
présente une activité dépendante du Ca2+ (Figure 24). La modulation des dynamiques 
calciques endothéliales par CaMKII peut constituer une régulation indirecte de la NOS-3. Une 
régulation indirecte peut également provenir de la régulation de sa transcription. 
L’augmentation de l’ARNm de NOS-3 induit par l’histamine sur des HUVECs [537] ou par le 
H2O2 [538] ou les contraintes de cisaillement [539] sur des BAECs est considérablement 
 
 66 
affectée par l’inhibition de CaMKII suggérant un rôle de cette kinase dans l’aspect 
transcriptionnel de ce gène. Finalement, la modulation indirecte de NOS-3 via CaMKII peut 
être générée par l’interaction entre CaMKII et la NOS-3 qui favorise le détachement de NOS-3 
de la membrane plasmique favorisant son activation [531, 540]. Pour sa part, la modulation 
directe par CaMKII s’effectue via la phosphorylation de divers sites de la NOS-3. Le site le 
plus décrit correspond à la Ser1177, un site phosphorylable par AKT, PKA et CaMKII, 
localisé dans le domaine réductase de l’enzyme [541-543]. L’application de KN-93 sur des 
HUVECs stimulés par la BK réduit la phosphorylation de ce site [540]. Une mutation de ce 
site (Ser ⇒ aspartate) mimant une enzyme constitutivement phosphorylée augmente 
considérablement l’activité de la NOS-3 comparativement à une mutation par une alanine 
[544]. En condition de diabète, une diminution de la phosphorylation en Ser1179 de NOS-3 
(équivalent à Ser1177) est observée. Les auteurs suggèrent qu’une réduction de la 
phosphorylation en Thr286 de CaMKII due à une augmentation de l’activité des phosphatases 
est en cause. Ceci expliquerait l’atténuation de la production de NO observée dans les aortes 
du groupe de rats diabétiques [176]. Ces résultats suggèrent que CaMKII est un modulateur de 
l’activité de la NOS-3 via diverses voies et qu’un débalancement pathologique de ces 
dynamiques d’activation peut affecter la quantité de NO produit. 
Tout comme pour les CMLs, CaMKII régule la migration et la prolifération cellulaire 
des CEs. Ces mécanismes sont essentiels dans le processus d’angiogenèse. L’ajout de KN-93 a 
une population de CEs de rétines bovines (BREC pour Bovine Retinal Endothelial Cell) et 
stimulée par du VEGF réduit fortement plusieurs aspects angiogéniques tels que la migration, 
la prolifération ou la formation de tubes endothéliaux [545] suggérant que ces mécanismes 
requièrent l’activité enzymatique de CaMKII. L’inhibition de CaMKII réduit également la 
migration endothéliale dans des essais de cicatrisation sur des CEs d’artères pulmonaires 
bovines (PAEC pour Pulmonary Arterial Endothelial Cell) [531]. Une augmentation de l’état 
phosphorylé d’AKT est également observée dans ces conditions [545]. AKT est reconnue pour 
être un élément central à plusieurs mécanismes permettant l’angiogenèse [546, 547]. Il s’avère 
que l’ajout de KN-93 aux BRECs stimulées par le VEGF réduit d’approximativement 80% la 
phosphorylation d’AKT [545]. Ces résultats suggèrent que CaMKII régule la migration et la 
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prolifération des CEs lors de l’angiogenèse, un effet probablement médié via la modulation de 
l’état de phosphorylation d’AKT par CaMKII.  
1.5. La mitochondrie 
La mitochondrie est un organite spécifique aux eucaryotes aérobiques qui utilisent l’O2 
afin de produire de l’énergie, soit l’ATP. Elle constitue l’apport majeur en ATP pour la 
majorité des cellules, particulièrement au niveau musculaire. Cependant, il a été rapporté que 
dans l’endothélium, la glycolyse était la principale source d’énergie et qu’elle comptait pour 
environ 85% de la production d’ATP [548, 549] suggérant que la mitochondrie pourrait y 
avoir des fonctions accessoires à la production d’ATP. Puisque la mitochondrie joue un rôle 
dans la régulation des dynamiques intracellulaires en Ca2+ d’une multitude de types cellulaires 
où elle agit comme tampon calcique [550-552], elle pourrait avoir un rôle similaire au sein de 
l’endothélium. Le Ca2+ est également un élément essentiel pour la fonction mitochondriale lui 
permettant de répondre aux variations intracellulaires en Ca2+ et d’adapter sa production 
d’énergie aux besoins cellulaires [553-555].   
Figure 24. Régulation de la NOS-3 par CaMKII. 
La protéine kinase II dépendante du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) contrôle 
l’activité de l’oxyde nitrique (NO) synthase endothéliale (NOS-3) par phosphorylation directe, 
en contrôlant sa localisation ou en augmentant son expression. Ca2+ : Calcium, H2O2 : 
Peroxyde d’hydrogène, P : Phosphate 
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1.5.1 Dynamiques mitochondriales 
1.5.1.1 Structure et morphologie mitochondriale 
La mitochondrie est constituée de 2 membranes (membrane interne mitochondriale, 
MIM; membrane externe mitochondriale, MEM). L’aspect en forme de crête de la MIM 
constitue un aspect morphologique distinctif rapporté pour la première fois au début des 
années 50 suite à l’observation par microscopie électronique de « protubérances de la surface 
interne de la membrane vers l’intérieur » [556]. La composition lipidique des membranes 
mitochondriales se distingue des autres membranes biologiques [557, 558]. Par exemple, la 
MIM exprime une forte proportion de phospholipides de type cardiolipine, un lipide spécialisé 
qui stabilise les éléments de la chaine de transport d’électrons [559, 560]. La présence de ces 2 
membranes engendre l’établissement de 2 compartiments mitochondriaux, soit l’espace 
intermembranaire et la matrice mitochondriale (i.e l’intérieur de la mitochondrie) [558]. Le 
fonctionnement mitochondrial repose fortement sur la présence d’une différence de potentiel 
membranaire (Δψm) i.e le gradient de charge ou électrique entre la MIM et la matrice dont la 
valeur moyenne se situe près de 180 mV. Ainsi, la mitochondrie est généralement considérée 
comme étant dans un état hyperpolarisé présentant une différence de voltage par rapport à 
l’espace intermembranaire [561]. L’expression différentielle des protéines au niveau des 2 
membranes mitochondriales est un élément clé pour la génération de la Δψm. La 
phosphorylation oxydative dirige principalement la valeur de la Δψm, bien que tout 
mouvement ionique au sein des membranes participe à l’établissement de cette différence de 
charges particulièrement en ce qui a trait au Ca2+. 
Les avancements scientifiques des dernières années ont permis de mettre en lumière 
l’aspect dynamique des mitochondries en termes d’activité, de localisation et de morphologie 
[562, 563]. De façon macroscopique, il est possible d’observer un changement de l’aspect 
mitochondrial passant de mitochondries individuelles à un réseau mitochondrial; résultant en 
l’observation de mitochondries parfois stationnaires, parfois en mouvement [564, 565]. Au 
niveau vasculaire, des travaux du groupe de John G. McCarron ont démontré de façon 
élégante que ces dynamiques sont influencées par l’état prolifératif cellulaire [566]. Ils ont 
également démontré que des facteurs tels que l’âge influencent la motilité et l’aspect 
 
 69 
morphologique mitochondrial suggérant une perte de la motilité mitochondriale avec le 
vieillissement au niveau des CMLs [567]. Les pathologies vasculaires telles que l’HA 
semblent influencer ces caractéristiques morphologiques. Par exemple, les CMLs d’animaux 
hypertendus présentent des mitochondries de plus grande taille comparativement aux animaux 
normo-tendus [568].  
1.5.1.2 Biogenèse : fusion et fission mitochondriale 
L’aspect morphologique mitochondrial est régulé par une balance entre les processus 
de fusion et de fission qui reposent sur une machinerie complexe.  
La fusion s’effectue en plusieurs étapes nécessitant tout d’abord la fusion des MEMs 
qui dépend principalement de deux protéines de type GTPase nommées mitofusine 1 (Mtf1) et 
mitofusine 2 (Mtf2) [569]. C’est lors d’une interaction de type trans entre les mitofusines de 
mitochondries adjacentes que la fusion est initiée [569, 570]. Il a été démontré que la 
suppression des deux mitofusines simultanément élimine complètement la fusion 
mitochondriale [571], tandis qu’une surexpression résulte en des mitochondries avec un 
phénotype allongé [572]. La fusion des MIMs est dépendante de la protéine OPA1 ancrée dans 
la MIM et qui possède également une activité GTPase. Le mécanisme d’action derrière cette 
protéine est encore méconnu. Toutefois, une étude a permis de mettre en évidence qu’une 
seule des deux mitochondries en fusion doit exprimer OPA1 pour permettre la fusion des 
MIMs [573]. Une délétion de l’expression d’OPA1 résulte en une fragmentation du réseau 
mitochondrial suggérant sa nécessité dans ce processus [571].  
La fission mitochondriale requiert des protéines distinctes de la fusion, dont la Drp1 
(pour Dynamin-related protein 1) qui est retrouvée en périphérie de la mitochondrie et dont la 
localisation corrèle avec les évènements de fission [574]. La Drp1 s’apparente aux dynamines 
qui sont des GTPase permettant la fission des membranes [575]. Les dynamines s’assemblent 
en anneaux aux alentours des invaginations de membranes [576]. Un changement de 
conformation suite à l’hydrolyse du GTP induit une constriction de la membrane et sa fission 
[577]. Considérant la particularité de sa distribution péri-mitochondriale, il a été suggéré que 
la Drp1 agit de façon similaire en induisant la constriction de la membrane mitochondriale ce 
qui permettrait de scinder en deux la mitochondrie. Drp1 s’associe à une protéine 
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membranaire mitochondriale ayant récemment été définie comme étant son récepteur 
mitochondrial, soit le Mff (pour Mitochondrial fission factor). Un Knockdown de Mff réduit 
le recrutement de Drp1 à la MEM, ainsi que la fission mitochondriale [578].  
1.5.1.3 Motilité mitochondriale 
Les mitochondries sont sujettes à des modifications de leur localisation et l’arrêt de 
leur motilité corrèle avec les augmentations de Ca2+. Il est intéressant de noter que les 
oscillations calciques ont un effet supérieur en termes d’arrêt à long terme de cette motilité 
comparativement aux augmentations de Ca2+ transitoire, mais non-oscillatoires [579]. Comme 
il a été rapporté précédemment, l’ensemble des fonctions cellulaires requiert le Ca2+. Ceci 
suggère que la mitochondrie peut agir à titre de senseur des dynamiques calciques en lui 
permettant de s’immobiliser pour répondre à la demande métabolique induite par ces 
augmentations. Le processus de la motilité mitochondriale a largement été détaillé dans les 
Figure 25. Schématisation simplifiée du mécanisme de motilité mitochondriale. 
La mitochondrie se déplace sur les microtubules grâce aux moteurs de kinésine (KIF) reliés à 
la protéine miro par la protéine milton/trak. Le calcium (Ca2+) lie miro induisant le relâchement 
du complexe mitochondrie-milton-miro-KIF du microtubule ce qui immobilise la 




neurones (Figure 25) [580]. Elle se déplace le long du cytosquelette par l’entremise de 
moteurs moléculaires de kinésine (KIF) [580] dont la délétion engendre une dysfonction du 
transport mitochondrial perçue par un nombre accru de mitochondries au centre de la cellule 
[581, 582]. Le lien entre les kinésines et les mitochondries nécessite la présence de deux 
protéines adaptatrices, Trak1/2 [583] et Miro1/2 [584]. Miro est une Rho GTPase atypique 
ancrée dans la membrane mitochondriale [585]. Elle confère la dépendance au Ca2+ du 
mouvement mitochondrial par ses domaines de liaison au Ca2+ de type EF [586]. 
L’immobilisation de la mitochondrie est causée par la dissociation des kinésines des 
microtubules permettant une interaction avec Miro suite à la liaison du Ca2+ [587].   
1.5.1.4 Altérations pathologiques 
Des altérations de ces différents mécanismes ont été associées à des pathologies. 
Notamment, une altération du transport mitochondrial associée à une déficience de Miro est 
notée dans la pathologie de sclérose latérale amyotrophique [588]. La maladie de Charcot-
Marie-Tooth est pour sa part associée à plus d’une vingtaine de mutations dans le gène de la 
Mtf2 [589]. Ceci met donc l’accent sur l’importance du bon fonctionnement de ces 
mécanismes pour le maintien d’un organisme sain. 
1.5.2 La production d’ATP  
La cellule possède plusieurs mécanismes de production d’énergie lui permettant 
d’effectuer les réactions chimiques nécessaires à son bon fonctionnement. Ces mécanismes 
découlent du catabolisme complexe de diverses molécules organiques (glucose, acides gras) et 
résultent en la libération d’ATP. La production d’ATP est initiée dans le cytosol et les 
réactions finales sont effectuées au niveau mitochondrial [590].  
1.5.3.1 La production d’énergie cytosolique 
L’étape de la production d’énergie localisée au niveau du cytosol est décrite sous le 
nom de la glycolyse. Ce processus permet de convertir le glucose en 2 molécules de pyruvate 
qui constitue le principal substrat pour les étapes subséquentes au niveau mitochondrial. La 
dégradation du glucose requiert l’intervention de 10 enzymes distinctes [591]. La séquence 
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complète de réactions enzymatiques permet la production de molécules de nicotinamide 
adénine dinucléotide à l’état réduit (NADH) qui constitue un co-facteur pour les étapes de 
production d’ATP au sein de la mitochondrie [592]. La glycolyse produit 4 molécules d’ATP, 
mais en utilise 2, résultant en la production nette de 2 ATP [590].  
1.5.2.2 La production d’énergie mitochondriale 
1.5.2.2.1 Le cycle de Krebs 
Le cycle de Krebs constitue une suite de 9 réactions enzymatiques générant 9 
métabolites intermédiaires. Ce cycle débute via une réaction enzymatique nécessitant l’Acétyl-
Coa qui provient du pyruvate (transformé en Acétyl-CoA via la pyruvate deshydrogénase) ou 
de la β-oxydation des acides gras [593]. Plusieurs des enzymes du cycle de Krebs ont une 
activité dépendante du Ca2+, plus précisément la pyruvate deshydrogénase, l’isocitrate 
deshydrogénase et la α-ketoglutarate deshydrogénase [594] signifiant que l’entrée de Ca2+ 
dans la mitochondrie est essentielle pour le bon fonctionnement de ce processus et pour ceux 
qui découlent des éléments formés lors ce dernier. Lors de l’oxydation de l’Acétyl-CoA, le 
transfert d’électrons aux transporteurs d’électrons soit la nicotinamide adénine dinucléotide 
oxydé (NAD+) et la flavine adénine dinucléotide (FAD) permet la génération des co-facteurs 
NADH et la flavine adénine dinucléotide à l’état réduit (FADH2) essentiels à la 
phosphorylation oxydative ayant lieu subséquemment au niveau de la MIM. Un tour de cycle 
avec une molécule de pyruvate permet la production d’une seule 1 molécule d’ATP [590].  
1.5.2.2.2 La phosphorylation oxydative 
La phosphorylation oxydative (ou chaine de transport des électrons) présente le plus 
grand rendement des diverses étapes incluses dans la dégradation complète d’une molécule de 
glucose avec une production de 28 molécules d’ATP produites [595]. Elle est localisée dans la 
MIM et est formée de 5 complexes (numérotés de I à V). À ces 5 complexes s’ajoutent des 
protéines accessoires de transport d’électrons, soit l’ubiquitone permettant le transfert 
d’électrons entre le complexe I/II et III, et le cytochrome C permettant le transfert entre le 
complexe III et IV [596]. La production d’ATP repose sur une série de réactions de réduction 
des co-facteurs (NADH et FADH2) résultant en une réaction finale de réduction au complexe 
IV impliquant l’O2 afin de former deux molécules d’eau (H2O). Ces réactions engendrent la 
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production d’hydrogènes (H+; proton) qui seront simultanément transloqués dans l’espace 
intermembranaire via les complexes I,  III et IV [596, 597]. Ce phénomène résulte en un fort 
gradient électrique (Δψ) et chimique d’H+ (ΔpH) entre l’espace intermembranaire et la matrice 
mitochondriale [598]. Ce gradient est utilisé comme force motrice par l’ATP synthase 
(Complex V) afin de produire l’ATP dans la matrice mitochondriale [599, 600]. Notons que 
toute manipulation expérimentale altérant le gradient d’H+ peut favoriser l’inversion de l’ATP 
synthase. L’application d’un inhibiteur de l’ATP synthase (i.e oligomycine [601]) en 
combinaison avec les protonophores (ou  découpleur) permet de contrer cet effet. 
En plus de permettre la production d’ATP et l’établissement de la Δψm  en créant un 
gradient d’H+, la phosphorylation oxydative régénère les transporteurs d’électrons (NAD+, 
FAD). Notons qu’un dysfonctionnement de ce processus engendrant une fuite d’électrons dans 
la matrice est associé à la production de ROS [602]. Finalement, l’ATP mitochondriale 
parvient au cytosol par une translocase localisée dans la MIM qui permet l’échange de l’ATP 
mitochondrial contre l’ADP cytosolique (Adenine Nucleotide Translocase; ANT) [603, 604]. 
1.5.3 Les espèces réactives d’oxygène («ROS») 
 Les ROS sont produits de façon extracellulaire ou cytosolique, bien qu’au 
niveau physiologique, ils sont essentiellement de source mitochondriale [605]. On qualifie de 
stress oxydant une condition où la production de ROS dépasse la capacité du système 
biologique à éliminer ceux-ci via ses systèmes de « défense ». Un dérèglement de la balance 
pro-oxydante et anti-oxydante endothéliale a été proposé comme étant un élément important 
dans l’instauration de la dysfonction endothéliale telle qu’observée en HA [160]. Les ROS 
résultent essentiellement de la réaction de réduction de l’O2 en H2O, une réaction qui présente 
plusieurs éléments réactifs intermédiaires (équation 1). Ces éléments intermédiaires peuvent 
réagir entre eux ou avec d’autres composantes cellulaires hautement réactives (Ex. le NO) afin 
de générer une multitude de types de ROS dont le peroxynitrite (ONOO-) [606, 607].  
       e-            e-            e-                e- 
O2 → O2- → H2O2 → OH- + •OH → 2H2O 




1.5.3.1 La production de ROS mitochondriales 
La principale source de ROS mitochondriales provient des protéines incluses dans la 
chaine de transport des électrons. Initialement rapporté comme produisant du H2O2, il a été 
démontré en 1974 que l’O2• -  mitochondrial était le précurseur du H2O2, réaction catalysée par 
la superoxyde dismutase présente dans l’organite [608]. Les ROS mitochondriaux sont 
essentiellement générés au sein des réactions du complexe I et III de la chaine tel que 
démontré sur des complexes isolés [609] ou sur des mitochondries isolées [610]. Plusieurs 
facteurs qui débalancent le fragile équilibre mitochondrial peuvent engendrer la production de 
ROS comme la présence d’un ratio élevé de NADH/NAD+ [611]. L’inhibition du complexe I 
par la roténone ou du complexe III par l’antimycine A est communément utilisée afin 
d’augmenter la production d’O2• -  et d’H2O2 par la mitochondrie [610].  
1.5.3.2 Les ROS mitochondriaux dans la fonction endothéliale  
L’endothélium est un type cellulaire soumis à un fort taux de stress oxydants. 
Cependant, bien que la littérature fasse largement état du rôle et des mécanismes de 
production de ROS endothéliales par les NOX ou la NOS-3, un nombre plus restreint  
d’informations est disponible sur celui résultant d’une production de ROS par la mitochondrie. 
Plusieurs études ont tenté d’évaluer le rôle de ces ROS dans les fonctions vasculaires [612]. À 
titre d’exemple, l’utilisation d’antioxydants spécifiquement dirigés contre les ROS 
mitochondriaux a permis de mettre en lumière leur rôle dans l’endothélium par la 
démonstration d’une amélioration de la fonction endothéliale (i.e de la production de NO) et 
de la PA chez des rats hypertendus suite à ce traitement [613]. Compte tenu de l’importante 
interrelation entre les voies de signalisation endothéliale et musculaire au niveau vasculaire, ce 
type d’étude comporte d’importantes limitations ne permettant pas de conclure que l’effet 
observé est la résultante des ROS mitochondriales endothéliales. Des études sur des cultures 
cellulaires ont tout de même permis de cibler certaines conditions où une production de ROS 
mitochondriales est observée. Parmi ces dernières, il a été démontré que l’hyperglycémie 
favorise la production de ROS endothéliales de source mitochondriale, et que ces derniers sont 
associés aux dommages induits par cette condition telle qu’observée en diabète [614]. Ces 
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résultats suggèrent que la production de ROS mitochondriales est un élément intéressant à 
évaluer dans le cadre de dysfonction vasculaire associée à une dysfonction endothéliale. 
1.5.4 La mitochondrie et les dynamiques calciques 
L’interrelation mitochondrie/Ca2+ ne se limite pas à son rôle dans le métabolisme 
énergétique et elle a été mise en évidence dans d’autres contextes au niveau de différents types 
de cellules musculaires [615-617], des neurones [618, 619], des hépatocytes [620, 621] ou des 
cellules pancréatiques [622]. Ces études suggèrent que la mitochondrie réagit aux variations 
cytosoliques en Ca2+ et que les élévations de Ca2+ mitochondriales sont synchronisées avec 
celles du cytosol. Il est fortement suggéré que cet organite fait partie intégrante de 
microdomaine avec le RE/RS. Sa proximité avec cette source de Ca2+ lui permet 
conséquemment de répondre plus rapidement aux demandes métaboliques [623]. Finalement, 
sa participation dans l’établissement de l’aspect des signaux calciques fait dorénavant 
consensus dans le domaine des dynamiques calciques intracellulaires. 
1.5.4.1 Le transport du calcium mitochondrial 
1.5.4.1.1 L’entrée de Ca2+ mitochondrial 
La force d’entrée des ions calciques dans la mitochondrie est assurée par la Δψm 
générée par le mouvement des ions H+ au travers de la MIM. Elle est donc dépendante de la 
phosphorylation oxydative qui dirige ce gradient d’H+ [624]. Afin d’atteindre la matrice 
mitochondriale, le Ca2+ doit franchir les deux membranes mitochondriales. 
Le canal anionique voltage-dépendant mitochondrial («VDAC») 
Longtemps, la membrane externe a été considérée comme étant librement perméable 
aux petites molécules, une caractéristique peu commune pour une membrane. Cependant, 
l’identification du VDAC (pour Voltage-Dependent Anion Channel) vers la fin des années 70 
a permis de contredire cette propriété de la MEM [625, 626]. Chez les mammifères, VDAC est 
exprimé sous 3 différentes isoformes (numérotées de 1 à 3) [627]. Il présente une très grande 
conductance située dans la gamme des nS (simens (S) étant l’unité de mesure de la 
conductance) [628]. Il est peu sélectif et laisse passer des molécules de taille variable incluant 
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le Ca2+ et l’ATP [629, 630]. Cette propriété résulte en partie de la taille du pore d’un diamètre 
de près de 2 nm [631]. Ce canal constitue à ce jour la seule voie identifiée d’entrée du Ca2+ 
dans l’espace intermembranaire mitochondrial. Il a été rapporté que le niveau de flux d’ions 
calciques ne corrèle pas avec l’état d’ouverture traditionnellement associé aux passages des 
ions. Le Ca2+ passe plus facilement le canal lorsqu’il se retrouve dans un état « fermé » (i.e 
dans un état où les autres molécules ne peuvent passer) comparativement à l’état ouvert [632].  
Le potentiel membranaire joue un rôle dans l’état d’activité de ce canal. Cette 
sensibilité au potentiel membranaire a été définie sur des canaux isolés dans des fractions 
membranaires mitochondriales ou reconstituées dans des bicouches lipidiques dans des 
conditions de voltage imposé artificiellement [625, 626]. Notons toutefois que la Δψm est un 
phénomène associé à la MIM et non pas à la MEM où est ancré le VDAC. De plus, le haut 
niveau de perméabilité de la MEM ne semble pas favoriser l’établissement d’un potentiel 
transmembranaire. Il n’est donc pas encore établi si l’activité du VDAC est modulée par le 
voltage en condition physiologique ou in situ. L’activité du VDAC est modulée par diverses 
protéines, dont les protéines de la famille Blc-2. Dans cette famille, on retrouve entre autres 
les protéines Bax et Bak qui favorise l’ouverture du VDAC, comparativement à Bcl-xl qui 
favorise sa fermeture [633]. Finalement, il est suggéré que l’activité de VDAC est influencée 
par la concentration cytosolique de Ca2+ telle qu’évaluée à l’aide de canaux reconstitués dans 
des liposomes chargés de sonde calcique fluorescente fura-2 [634]. 
En ce qui concerne le rôle précis de VDAC dans l'endothélium, très peu d’informations 
sont disponibles. On dénote une augmentation de son expression dans les CEs d'artères 
coronaires de souris diabétiques. Ceci causerait le surplus calcique mitochondrial menant à 
l'augmentation de l'apoptose de ce type cellulaire observée en condition diabétique [635].  
Plusieurs facteurs semblent influencer l’état d’ouverture, l’activité ou la conductance 
de ce canal. Par contre, il est important de prendre en considération que plusieurs de ces études 
ont été effectuées dans des conditions expérimentales précises qui se distinguent parfois de 
l’environnement mitochondrial physiologique (i.e 2 membranes d’une composition lipidique 




L’uniporteur calcique mitochondrial («mCU») 
Comparativement à la MEM, la MIM est reconnue pour son imperméabilité au Ca2+. 
La mitochondrie se doit donc d’exprimer une protéine permettant le passage du Ca2+ au niveau 
de sa membrane interne. L’identification du mécanisme responsable de l’entrée de Ca2+ dans 
la matrice s’est déroulée sur plus des 50 dernières années. De multiples études ont montré que 
l’entrée de Ca2+ dans la matrice est effectuée via un macrocomplexe protéique rapporté sous le 
nom d’uniporteur calcique mitochondrial (mCU pour Mitochondria Calcium Uniporter) 
(Figure 26) [636]. La sous-unité principale qui constitue le pore et qui est composée de 2 
hélices transmembranaires est nommée MCU [637]. Son activité est régulée par plusieurs 
sous-unités ou protéines comme la protéine MCU1 (pour Mitochondrial Calcium Uptake 1) 
qui présente un domaine transmembranaire et contient des domaines EF. Une suppression de 
l’expression de cette protéine par l’ajout de siRNA à une culture de cellules HeLa abolit 
complètement la capture du Ca2+ par la mitochondrie [638]. La protéine MCU2 (pour 
Mitochondrial Calcium Uptake 2) s’associe en complexe avec MCU et MCU1 et une 
suppression de son expression affecte également la capacité de la mitochondrie provenant 
d’hépatocytes de souris à recapter le Ca2+  [639]. Il a été démontré que l’interaction entre 
MCU1/2 et MCU est favorisée par une protéine accessoire du nom de EMRE (pour Essential 
MCU Regulator) [640]. MCUR1 (pour Mitochondrial Calcium Uniporter Regulator 1) 
constitue également un élément du complexe mCU. Cette dernière interagit avec MCU, mais 
Figure 26. Schématisation simplifiée du complexe mCU. 
Le pore de l’uniporteur calcique mitochondrial (mCU) est constitué de la protéine MCU. Des 
protéines régulatrices telles que MCU1, MCU2, EMRE et MCUR1 modulent l’entrée de 
calcium (Ca2+) dans l’espace matriciel. Les protéines UPC1/2 font partie du complexe mCU et 
permettent un transport d’ions hydrogène (H+) dans l’espace intermembranaire. 
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ne coimmunoprécipite pas avec MCU1. L’ajout d’un ARN interférent (ARNi) contre l’ARNm 
codant pour MCUR1 inhibe considérablement la capture de Ca2+ par la mitochondrie [641]. La 
suppression spécifique de MCUR1 dans les cardiomyocytes génère des souris non viables, 
tandis qu’une suppression spécifique de MCUR1 dans l’endothélium engendre des souris 
viables, mais qui présentent une déficience en termes de recapture de Ca2+ mitochondriale 
[642]. Cette disparité pourrait refléter l’importance de la mitochondrie en termes de 
production d’énergie pour la cellule musculaire comparativement à la CE. Finalement, la 
littérature rapporte que les protéines transmembranaires UCP2 et UCP3 (pour Uncoupling 
Protein 2/3) présentent toutes deux la capacité de transporter les H+ dans l’espace 
intermembranaire. Une surexpression de ces protéines dans une lignée de CEs immortalisées 
(EA.hy926) qui exprime ces deux protéines de façon endogène démontre une augmentation de 
la capacité de la mitochondrie à capter le Ca2+  tandis que l’utilisation de siRNA contre ces 
protéines réduit ou une élimine la recapture de Ca2+ [643]. Le passage du Ca2+ de part et 
d’autre des membranes est favorisé par une interaction entre le VDAC et le mCU. D’ailleurs, 
il est observé au sein des neurones que ces 2 protéines coimmunoprécipite en complexe [644].  
Comparativement au VDAC, le mCU présente une haute sélectivité pour le Ca2+ [645]. 
Son activité est fortement dépendante de la Δψm générée par la chaine de transport d’électrons 
localisée dans cette même membrane, ce qui crée une force électrochimique favorable pour 
l’entrée du Ca2+ aux Δψm négatives. Ainsi, le mCU présente une P0 de 0,93 à un potentiel de -
160 mV comparativement à une P0 de 0,11 à -80 mV [645]. La complexité du mCU peut 
engendrer certaines disparités dans les études qui concernent les propriétés biochimiques du 
complexe comme la nature de l’affinité de ce dernier pour le Ca2+. D’une part, il a été rapporté 
que le mCU présente une très haute affinité pour le Ca2+ avec une constante de dissociation de 
< 2 nM lui permettant d’être actif à de faibles concentrations de Ca2+ cytoplasmique [645]. 
D’autre part, il a été rapporté que le mCU présente plutôt une faible affinité pour le Ca2+ 
requérant une proximité de la mitochondrie avec les microdomaines calciques où la 
concentration locale en Ca2+ atteint des niveaux supérieurs autour de 10 µM. Ceci permettrait 
à la mitochondrie de tamponner rapidement le Ca2+ tout en palliant à la faible affinité du mCU 
[646]. Une étude concernant la capacité de la mitochondrie à recapter le Ca2+ en fonction des 
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concentrations cytosoliques de Ca2+ dans des HeLa a pourtant suggéré que la mitochondrie 
peut malgré une faible concentration intracellulaire de Ca2+ accumuler du Ca2+ [647]. 
Pharmacologiquement, il est possible d’inhiber le mCU à l’aide du Ru360, une 
molécule dérivée du ruthinium red très spécifique qui lie le filtre de sélectivité du mCU [648]. 
Son activité peut également être stimulée par l’utilisation du Kaempferol [649]. 
1.5.4.1.2 La sortie de Ca2+ mitochondrial 
Le pore de transition de perméabilité mitochondrial («mPTP») 
Le mPTP (pour Mitochondrial Permeability Transition Pore) est un pore non-sélectif 
et il est généralement associé à l’induction de l’apoptose. Dans certaines conditions, sa 
conductance pour le Ca2+ peut être très élevée ce qui engendre une libération de Ca2+, s’ensuit 
l’élimination de la Δψm, la rupture de la MEM et la libération de facteurs pro-apoptotiques 
[650]. Tout comme les autres protéines responsables du mouvement du Ca2+ au sein de la 
mitochondrie, la nature moléculaire du mPTP a été source de débat pendant un très grand 
nombre d’années. De nos jours, le mPTP est défini comme étant un macrocomplexe 
impliquant plusieurs protéines localisées au sein des deux membranes mitochondriales. Il est 
proposé que le pore du mPTP soit constitué de l’ANT localisée dans la MIM. L’ANT est 
retrouvé en complexe avec la Cyclophiline D (CyP-D) qui est localisée dans la matrice 
mitochondriale et dont la liaison à l’ANT favorise son ouverture. Le CyP-D est sensible à la 
cyclosporine A (CsA) et cette molécule constitue l’inhibiteur le plus fréquemment utilisé pour 
le mPTP  [651], bien qu’elle inhibe également la calcineurine [652]. Le mPTP semble 
également associé au VDAC puisque ce dernier est retrouvé en complexe avec ANT/CyP-D 
[653]. Puisque le mPTP est fortement associé à des mécanismes apoptotiques, cette 
observation permet de relier le rôle des protéines Bcl-2 (protéines pro-apoptotiques) dans le 
contrôle de l’activité de VDAC tel qu’exprimé précédemment. Par contre, l’idée que le VDAC 
est une composante du mPTP semble remise en question puisque la suppression de VDAC ne 
semble pas affecter la mort cellulaire associée à l’activité du mPTP [654]. Il est également 
possible que d’autres partenaires modulent l’activité du mPTP tels que le transporteur de Pi 
qui interagit également avec la CyP-D [655].  
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Bien que la libération de Ca2+ par le mPTP soit généralement associée à un surplus de 
Ca2+ mitochondrial (« Ca2+ overload ») tel qu’observé en condition d’ischémie-reperfusion 
lors d’infarctus du myocarde [656, 657], il est également possible d’observer une libération de 
Ca2+ via le mPTP en condition physiologique. Il a été démontré que le mPTP peut s’ouvrir de 
façon transitoire avec un niveau de conductance inférieur à celui observé en conditions 
pathologiques ou de stress permettant un l’efflux de Ca2+ sans dommages cellulaires [658]. Ce 
mécanisme est dépendant de la concentration de H+ dans la matrice plutôt que de la 
concentration de Ca2+. Il est rapporté que cette libération transitoire de Ca2+ par le mPTP 
permet de ralentir l’efflux de H+ dans l’espace intermembranaire favorisé par l’entrée de 
charges positives subséquente à l’ouverture du mCU [659].  
L’échangeur sodium-calcium mitochondrial («NCLX») 
C’est l’observation en 1974 d’une libération de Ca2+ induite par le Na+ qui a mené à la 
découverte du NCX mitochondrial [660]. Toutefois, c’est 30 ans plus tard que le gène codant 
pour la protéine responsable de ce transport a été identifié [661]. Il avait été rapporté que 
l’efflux calcique mitochondrial stimulé par le Na+ est également être observé lors d’une 
substitution du Na+ par le lithium (Li+) et ce à un taux de transport similaire [662]. 
L’identification d’un gène codant pour un échangeur Na+/Ca2+ présentant cette spécificité a 
permis de relier le phénomène observé au niveau de la mitochondrie à ce gène. Cette 
identification a permis l’utilisation des techniques de biologie moléculaire classiques afin 
d’altérer son expression génique et d’en évaluer les effets cellulaires. À titre d’exemple, 
l’utilisation de siRNA contre ce gène réduit de 75% l’efflux calcique mitochondrial 
lorsqu’utilisé sur des cellules HEK-293 ou CHO [662]. Malgré la découverte tardive du gène 
codant pour le NCLX, un inhibiteur de ce transporteur a été conçu en 1988 permettant d’en 
moduler son activité [663]. Cet inhibiteur du nom de CGP37157 est un outil communément 
utilisé bien qu’il puisse affecter des cibles secondaires commes les VDCC [664]. Tout comme 
les autres isoformes de NCX, le NCLX n’est pas un transporteur électroneutre. Il présente un 
ratio de 1 Ca2+ pour 3 Na+ résultant en un gain d’une charge positive à l’intérieur de la matrice 
mitochondriale et il peut voir son sens du transport inversé. La microscopie électronique a 
permis de localiser le NCLX dans la MIM [662].  
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Cet échangeur permet un efflux de Ca2+ mitochondrial en utilisant le gradient de Na+ 
signifiant que le Na+ un élément essentiel pour l’homéostasie mitochondriale. Cet aspect 
s’avère déterminant en cas de pathologies telles que la défaillance cardiaque qui est associée à 
une augmentation des niveaux intracellulaires de Na+ [665] ce qui pourrait accélérer l’efflux 
calcique mitochondrial. Bien que les études soient généralement dirigées vers la conséquence 
de cette condition sur l’activité du NCX de la membrane plasmique, ceci pourrait également 
affecter la dynamique du NCLX mitochondrial. Le rôle du NCLX a tout de même été étudié 
au niveau cardiaque indépendamment de l’impact potentiel de l’augmentation intracellulaire 
en Na+ observée en condition pathologique sur son activité. Une étude parue en 2017 
démontre qu’une suppression inductible du NCLX au niveau des cardiomyocytes engendre la 
mort subite de la souris. Cette mort ferait suite à une augmentation de l’apoptose des 
cardiomycoytes favorisant un remodelage ayant pour conséquence une défaillance cardiaque. 
L’apoptose résulterait d’un surplus calcique mitochondrial généré par l’absence du NCLX. 
Ceci favorise l’ouverture du mPTP et les conséquences qui y sont associées [666].  
1.5.4.2 Microdomaines : mécanismes d’ancrage de la mitochondrie au 
réticulum endoplasmique 
L’identification d’une association des mitochondries avec la membrane du RE remonte 
à une publication de 1959 où les auteurs avaient noté que la mitochondrie se retrouve très 
fréquemment à moins de 3 nm de la membrane du RE [667]. Ainsi, il est maintenant 
largement décrit qu’une interaction physique entre les protéines membranaires de ces 2 
organites permet cette association. Ces sites de contact sont rapportés sous le nom de MAMs 
(pour Mitochondria-Associated ER membranes) (Figure 27). Parmi les nombreuses 
interactions dénotées entre les deux membranes, on retrouve le IP3R du RE relié au VDAC de 
la mitochondrie via la protéine accessoire GRP75. Cette interaction permet un couplage 
fonctionnel en favorisant le transfert de Ca2+ du RE à la mitochondrie. D’ailleurs, une 
suppression de GRP75 réduit considérablement la recapture par la mitochondrie du Ca2+ 
provenant des IP3Rs [668]. Ce couplage a été étudié dans des cellules HeLa et il a été suggéré 
que la mitochondrie se localise préférentiellement aux régions avec une activité calcique 
élevée afin de moduler finement son activité en fonction des signaux calciques intracellulaires 
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[646]. L’importance de la proximité RE-mitochondrie a été soulevée dans le cadre d’études 
sur l’activité du mCU. Il est fréquemment rapporté que le mCU possède une très faible affinité 
pour le Ca2+. Ainsi, il est suggéré que la concentration de Ca2+ à proximité du mCU doit être 
élevée pour expliquer la recapture rapide du Ca2+ par la mitochondrie. La libération du Ca2+ du 
RE dans un espace restreint entre la RE et la mitochondrie génère une concentration locale 
élevée de Ca2+ palliant ainsi à la problématique de la faible affinité pour le Ca2+ du mCU 
[669]. Outre l’ancrage via le complexe IP3R/GRP75/VDAC, la mitochondrie est ancrée à la 
membrane du RE via Mf2 généralement associée à la fusion mitochondriale. Il a été observé 
que la Mf2 est enrichie aux zones de contacts RE-Mitochondrie, qu’elle est également 
localisée dans la membrane du RE et qu’elle est importante pour le transfert de Ca2+ entre les 2 
organites [670]. Il a été décrit dans la section 1.5.1.3 que le Ca2+ permet de limiter la motilité 
mitochondriale via son action sur Miro. La liaison du Ca2+ à Miro favorise la dissociation de la 
mitochondrie du réseau de microtubules engendrant ainsi son immobilisation aux sites 
Figure 27. Schématisation simplifiée des MAMs. 
L’ancrage de la mitochondrie au réticulum endoplasmique (RE) favorise le transfert de calcium 
(Ca2+) entre les deux organites. Cet ancrage est possible grâce à la présence de la protéine 
accessoire GRP75 qui maintien le récepteur à inositol 1,4-5 triphosphate de type 1 (IP3R1) face 
au VDAC (Voltage-dependent anion channel). Ce microdomaine est rapporté sous le nom de 
MAMs (Mitochondria-associated endoplasmic reticulum membrane). SERCA : 
Sarcoplasmic/Endoplasmic Reticulum Calcium-ATPase, RyR : Récepteur à la ryanodine, 




présentant une haute activité calcique [671]. Les auteurs de cette étude rapportent que Miro 
interagit avec Mf2 localisée à la membrane du RE soulevant ainsi l’hypothèse que l’ancrage 
de la mitochondrie au RE soit Ca2+ dépendante.  
1.5.4.3 Mitochondries : façonner les dynamiques calciques 
intracellulaires  
La capacité de la mitochondrie à tamponner le Ca2+ rapidement lui procure la capacité 
de moduler les composantes spatiotemporelles des signaux calciques. Elle peut ainsi 
compartimenter le Ca2+ intracellulaire en limitant sa propagation dans certaines régions de la 
cellule. Les cellules du pancréas sont des cellules présentant une importante polarisation et 
elles constituent un exemple parfait de représentation du rôle de la mitochondrie à titre de 
barrière calcique. La cellule pancréatique présente une haute activité vésiculaire (souvent 
définie en termes de granules) du côté apical tandis que le RE et le noyau est localisé du côté 
basolatéral. Une augmentation de Ca2+ du côté apical résulte en une libération du contenu 
vésiculaire de ce coté [672]. Un marquage à l’aide d’une sonde fluorescente dirigée contre la 
mitochondrie sur des cellules pancréatiques isolées permet d’apprécier la localisation des 
mitochondries en périphérie de la zone granulaire. De façon intéressante, une altération de la 
Δψm modifie drastiquement le patron de localisation des signaux calciques résultants en une 
transformation des oscillations calciques de la région granulaire en une augmentation globale 
de Ca2+ jusqu’au côté basolatéral [622, 673]. Dans ce type cellulaire, l’appellation de 
« firewall (pare-feu) » ou de « belt (ceinture) » est attribuée aux mitochondries faisant 
référence à leur localisation stratégique et à leur rôle de barrière (Figure 28). Les cellules 
épithéliales présente également un patron de distribution mitochondrial permettant de limiter 
les signaux calciques du côté basolatéral de la cellule. Cette limitation du signal permet de 
contrôler spécifiquement certaines fonctions cellulaires. Par exemple, l’utilisation de 
carbonylcyanide m-chlorophenylhydrazone (CCCP; découpleur mitochondrial) engendre une 
activation des canaux chlorure activés par le Ca2+ localisés du côté apical suite à la stimulation 
des récepteurs purinergiques localisés du côté basolatéral, une activation qui n’est pas 
observée en absence de CCCP [674]. Le rôle tampon de la mitochondrie dans la régulation de 
fonctions cellulaires a également été mis en évidence au niveau de la fente synaptique où la 
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mitochondrie semble contrôler les niveaux de Ca2+ modulant ainsi la plasticité synaptique. Par 
exemple, l’altération de la capacité de la mitochondrie à séquestrer le Ca2+ via l’utilisation de 
découpleurs mitochondriaux engendre, en absence de stimulation, la libération de vésicules 
pré-synaptiques, un processus qui est dépendant du Ca2+ [675].  
Au niveau des cardiomyocytes, la mitochondrie influence les cinétiques des vagues 
calciques. L’utilisation de FCCP augmente la fréquence des vagues calciques, une condition 
qui peut être prévenue par la stimulation de la recapture de Ca2+  par la mitochondrie (i.e par 
l’utilisation du Kaempferol). Inversement, une inhibition de la recapture du Ca2+ (i.e par 
l’utilisation du Ru360) augmente la fréquence des vagues calciques [676]. La vitesse de ces 
vagues est également une composante modulée par les mitochondries. Lorsque des inhibiteurs 
de la chaine de transport des électrons sont utilisés sur des astrocytes (résultant en une chute 
de la Δψm), la vitesse des vagues calciques induites par une stimulation extracellulaire à l’ATP 
est augmentée signifiant que la recapture de Ca2+ par la mitochondrie tend à diminuer la 
progression de la vague au sein de la cellule [677].  
La relation entre la localisation des mitochondries et les signaux calciques locaux a 
également été étudiée dans le modèle d’ovocyte de Xenopus.  Les signaux calciques locaux 
rapportés comme étant des Ca2+ puff ont été stimulés par photolyse d’IP3-cagé. Suite à cette 
stimulation, les sites de Ca2+ puff avec une plus haute fréquence corrélaient avec les régions 
présentant la moins grande densité mitochondriale suggérant que la mitochondrie inhibe 
l’activité des Ca2+ puffs dans cette condition spécifique. Ces sites corrélaient également avec 
les sites d’initiation de vagues calciques suggérant que l’absence de mitochondrie permet la 
dispersion du signal calcique [678]. En comparaison, il a été démontré que l’utilisation de 
dinitrophénol comme découpleur mitochondrial réduit la fréquence des oscillations calciques 
observées au niveau des CMLs suggérant que la présence de mitochondries fonctionnelles 
Figure 28. Schématisation simplifiée de la barrière calcique mitochondriale. 
La mitochondrie permet de contenir les ions calcium dans une section de la cellule (gauche : 
neurone, droite : cellule pancréatique) de façon à compartimenter les niveaux de calcium 
intracellulaire. Modifiée de : [4]  
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favoriserait les oscillations dans ce type cellulaire [679]. Une inhibition du NCLX réduit 
également la fréquence d’oscillations IP3R-dépendantes induites par l’histamine dans des 
cellules HeLa. Par contre, un effet contraire a été dénoté au niveau des fibroblastes qui 
présentent pour leur part des oscillations calciques de façon basale. Dans ce type cellulaire, 
l’utilisation de CGP37157 augmente le nombre de cellules avec des oscillations calciques. De 
plus, les cellules qui présentaient déjà des oscillations calciques voyaient leur fréquence 
d’oscillations augmentée suite à l’inhibition du NCLX contrastant avec l’effet observé dans les 
cellules HeLa [680]. Ces différents résultats suggèrent que la régulation mitochondriale des 
oscillations n’est pas unidirectionnelle et qu’elle peut être influencée par une multitude de 
facteurs tels que l’architecture cellulaire, la localisation mitochondriale, la nature du signal 
calcique ou de la stimulation. Les IP3Rs sont sensibles à l’environnement en Ca2+ puisqu’ils 
sont activés et inhibés par le Ca2+. Une faible variation au niveau d’un ou plusieurs facteurs 
énumérés précédemment pourrait donc fortement influencer les cinétiques calciques. 
La régulation des signaux calciques par la mitochondrie découle également de sa 
capacité à recharger le RE/RS en Ca2+ contrôlant le niveau de Ca2+ disponible pour une 
libération subséquente. Des études ont démontré que le NCLX est un facteur important dans 
cette relation. Son inhibition diminue drastiquement le contenu du RE d’une lignée de 
EA.hy926, particulièrement suite à une stimulation via un agoniste tel que l’histamine [681]. 
La délétion du gène du NCLX dans des cardiomyocytes démontre également une altération du 
contenu en Ca2+ du SR ce qui affecte conséquemment la rythmicité de la contraction [682].  
Ainsi, la mitochondrie influence différentes composantes des dynamiques calciques 
intracellulaires telles que la dispersion, la vitesse ou la fréquence du signal calcique ainsi que 
le contenu de la principale réserve intracellulaire en Ca2+. Elle semble donc être un élément 
fondamental pour l’établissement des caractéristiques spatiotemporelles des signaux calciques 
intracellulaires, et ce, dans une multitude de types cellulaires différents. Par contre, ceci n’a 
pas été évalué au sein de l’endothélium qui présente une grande diversité de signaux calciques 
et qui sont susceptibles d’être régulés par la mitochondrie. 
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2. Objectifs des études 
2.1 Mise en contexte des études  
L’endothélium est un élément essentiel pour le maintien de l’homéostasie vasculaire. 
Parmi les diverses fonctions endothéliales, son rôle dans le contrôle de l’état contractile du 
muscle lisse constitue un intérêt particulier et le Ca2+ est un élément central à de nombreux 
médiateurs vasoactifs d’origine endothéliale.  
L’endothélium présente un grand nombre de signaux calciques ayant diverses 
caractéristiques spatiotemporelles. Les caractéristiques spécifiques à chacun des types de 
signalisations calciques sont présumées permettre une discrimination importante dans le 
couplage signal calcique-effet. Parmi ces signalisations calciques, les pulsars calciques sont 
d’un intérêt particulier puisqu’ils sont présents spontanément en conditions physiologiques et 
ils sont localisés dans la PME qui constitue le seul lieu de contact entre les CEs et les CMLs. 
D’ailleurs, l’étude des voies de signalisations présentes dans la PMEs, notamment celles en 
relation avec les pulsars calciques, nécessite de conserver la structure artérielle restreignant à 
l’utilisation d’un modèle expérimental d’artères ex vivo afin de conserver ces PME. De plus, 
les artères mésentériques de souris (3e et 4e ordre) sont des artères de résistance où l’impact de 
la signalisation calcique locale a été démontré. Cette préparation vasculaire sera donc utilisée 
pour valider l’hypothèse de cette étude. Les pulsars calciques présentent des cinétiques rapides 
ce qui requiert (1) l’utilisation un système de microscopie confocale avec une grande 
fréquence d’échantillonnage et (2) l’utilisation d’une sonde fluorescente rapide et réversible 
pour le Ca2+, critères satisfaits par le microscope confocal à disques rotatifs (échantillonnage 
(≈15 images/seconde) utilisé avec le Fluo-4 ou GCaMP2 comme sonde calcique fluorescente. 
D’importantes études ont précédemment identifié des cibles activées par oscillations 
calciques locales dans les PME (Ex. KCa). Toutefois, peu d’informations sont disponibles sur 
les mécanismes qui modulent les cinétiques des pulsars calciques. De plus, l’aspect 
mécanistique de la restriction du signal calcique à la projection demeure inconnu. De ces faits, 
l’objectif principal de cette thèse était d’identifier de nouveaux mécanismes contrôlant les 
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pulsars calciques en condition physiologie (i.e sans stimulation) afin de mieux comprendre ces 
évènements spontanés. 
2.2 Étude 1 
Les pulsars calciques sont une libération oscillatoire de Ca2+ provenant du RE par les 
IP3Rs. Les IP3Rs sont exprimés sous 3 différentes isoformes qui présentent des 
caractéristiques distinctives d’activation et d’inhibition qui pourraient avoir des répercussions 
sur le type de signaux calciques dans lesquelles elles sont impliquées. Une distribution 
hétérogène des isoformes d’IP3Rs pourrait résulter en des signaux calciques présentant une 
distribution subcellulaire spécifique. La caractérisation initiale des pulsars calciques ne 
permettait pas d’établir spécifiquement l’isoforme responsable de cette signalisation.  
L’activité des IP3Rs peut être régulée par de nombreuses protéines. CaMKII est une 
kinase dont les niveaux d’activités sont variables en fonction des caractéristiques des 
oscillations calciques et qui est couramment définie comme étant un « senseur calcique ». 
CaMKII contrôle la libération de Ca2+ par les IP3Rs, plus spécifiquement l’isoforme de type 2, 
au sein des noyaux de cardiomyocytes. En diminuant la P0 d’IP3R2, CaMKII permet un 
contrôle négatif sur l’activité du canal. Des études du laboratoire suggèrent que CaMKII est 
sensible aux pulsars calciques et qu’elle est activée par cette voie de signalisation. Par contre, 
la relation CaMKII-IP3R n’a pas été évaluée dans l’endothélium natif. 
Conséquemment, nous suggérons que CaMKII peut à la fois agir à titre de senseur 
calcique et être un mécanisme régulateur des pulsars calciques suite à son activation par ceux-
ci. L’objectif principal de cette étude est donc d’évaluer la relation entre CaMKII et les 
dynamiques des pulsars calciques. 
2.2.1 Hypothèse 
 Considérant (1) l’aspect oscillatoire des pulsars calciques endothéliaux, (2) l’activation 
de CaMKII par les pulsars calciques ainsi que (3) le rôle modulateur de CaMKII sur les IP3Rs 
dans les cardiomyocytes: l’hypothèse principale de cette étude est que CaMKII est un 
modulateur des pulsars calciques endothéliaux par sa localisation dans la PME via son action 
sur les IP3Rs.  
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2.2.2 Objectifs spécifiques 
Afin de valider l’hypothèse, différents objectifs spécifiques ont été identifiés : 
• Caractériser la distribution spatiale des 3 isoformes  d’IP3Rs dans l’endothélium 
natif de souris et définir les isoformes présentes dans la PME. 
• Établir l’impact d’une inhibition de CaMKII sur les caractéristiques des pulsars 
calciques. 
• Déterminer les cibles/effecteurs de CaMKII au niveau du RE lui permettant de 
moduler la dynamique des pulsars calciques. 
Pour ce faire, un modèle d’artères mésentériques de résistances de souris ouvertes et épinglées 
endothélium face vers le haut sur un support recouvert de silicone sera utilisé afin d’imager les 
CEs in situ : 
• fixées suite à différents protocoles (immunofluorescence, hybridation in situ PLA) 
qui permettront d’évaluer dans la préparation artérielle la distribution spatiale des 
protéines d’intérêts par microscopie confocale classique. 
• vivantes de façon à procéder à de l’imagerie calcique à haute vitesse sur un 
microscope confocal à disques rotatifs («spinning disk») lors de l’inhibition de 
l’activité de CaMKII par le KN-93.  
2.3 Étude 2  
Les pulsars calciques sont définis par une restriction d’un signal calcique dépendant 
des IP3Rs à la PME d’artères de résistance. Bien que la structure de la PME permette de 
compartimenter des signaux comme les pulsars calciques par l’espace restreint qu’elle 
procure, des mécanismes sous-jacents sont nécessaires pour expliquer l’absence de la 
propagation du signal hors de la PME.  
La mitochondrie est un élément fondamental dans la détermination de l’aspect des 
signaux calciques intracellulaires dans une multitude de types cellulaires. Elle peut agir à titre 
de barrière calcique au sein des cellules du pancréas en se positionnant côte à côte afin de 
limiter la propagation du Ca2+ dans certaines régions de la cellule. Cette capacité de 
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circonscrire le signal calcique provient entre autres de sa capacité à tamponner rapidement le 
Ca2+. Une altération du fonctionnement de la mitochondrie affecte les caractéristiques des 
cinétiques calciques intracellulaires de divers types cellulaires que ce soit en termes de 
fréquence, de propagation ou  de vitesse de dispersion du signal calcique. De plus, le 
positionnement de la mitochondrie est influencé par le Ca2+ et son immobilisation dans la 
cellule est favorisée par les oscillations calciques hautement dynamique. 
Conséquemment, nous suggérons que la mitochondrie pourrait être un joueur important 
dans la détermination des caractéristiques spécifiques des pulsars calciques dont la restriction 
du signal. L’objectif principal de cette étude est donc d’évaluer l’implication de la 
mitochondrie dans le contrôle spatiotemporel des pulsars calciques. 
2.3.1 Hypothèse 
Considérant (1) le rôle de la mitochondrie dans la modulation des dynamiques 
calciques intracellulaires et (2) sa capacité à compartimenter le Ca2+  cytosolique en fonction 
de sa localisation cellulaire: l’hypothèse principale de cette étude est que la mitochondrie est 
localisée à proximité de la PME de façon à contrôler les dynamiques présentes dans la PME et 
à circonscrire le signal calcique dans cette structure. 
2.3.2 Objectifs spécifiques 
Afin de valider l’hypothèse, différents objectifs spécifiques ont été identifiés : 
• Déterminer la distribution mitochondriale dans l’endothélium natif de souris et 
quantifier sa localisation par rapport à la PME. 
• Établir l’impact d’une altération mitochondriale aigüe sur les caractéristiques des 
pulsars calciques. 
• Évaluer le rôle des mécanismes d’entrées de Ca2+ et de sorties de Ca2+ de la 
mitochondrie sur les propriétés spatiotemporelles des pulsars calciques. 
Pour ce faire, des coupes d’artères mésentériques de souris seront utilisées en microscopie 
électronique afin d’évaluer la distribution mitochondriale dans notre modèle artériel.  
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Le modèle d’artères mésentériques de résistances de souris ouvertes et épinglées endothélium 
face vers le haut mentionné pour l’étude 1 sera utilisé dans l’étude 2 de façon à procéder à de 
l’imagerie calcique lors de l’altération des dynamiques mitochondriales par : 
• Un découpleur mitochondriale (FCCP) qui altère la Δψm . 
• Une molécule stimulatrice (Kaempferol) et un inhibiteur (Ru360) du mCU, 
unique mécanisme d’entrée de Ca2+ mitochondrial. 
• Un inhibiteur du mPTP (CsA) et un inhibiteur du NCLX (CGP37157) de façon 
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Kca  Calcium-activated potassium channel 
NO  Nitric oxide 
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  chlorocinnamyl)-N-methylbenzylamine) 
IP3R  Inositol 1,4,5-trisphosphate receptor 
MEP  Myoendothelial projection 
SMC  Smooth muscle cell 
EC  Endothelial cell 
NFAT  Nuclear Factor of Activated T cells 
Ca2+/CaM Ca2+/calmodulin complex 
TRPV  Transient Receptor Potential Vanilloid channel 
TRPA  Transient Receptor Potential Ankyrin channel 
PLB  Phospholamban  
SERCA Sarco/endoplasmic reticulum Ca2+ ATPase 
P0  Opening probability 
MA  Mesenteric artery 
IEL  Internal elastic lamina 
ACh  Acetylcholine 
ROIs  Regions of interest 
PLA   Proximity ligation assay 
EDHF  Endothelium-derived hyperpolarizing factor 







o CaMKIIα/β heteromultimers are found in endothelial cells. 
o CaMKII regulates local Ca2+ signalling and intracellular stores in endothelium. 
o CaMKII modulates Ca2+ pulsars through IP3R inhibition. 








Localized endothelial Ca2+ signalling, such as Ca2+ pulsars, can modulate the contractile state 
of the underlying vascular smooth muscle cell through specific endothelial targets. In addition 
to KCa3.1 as a target, Ca2+ pulsars, an IP3R-dependent pulsatile Ca2+ release from the 
endoplasmic reticulum (ER) could activate a frequency-sensitive Ca2+-dependent kinase such 
as CaMKII. In the absence of extracellular Ca2+, acetylcholine increased endothelial CaMKII 
phosphorylation and activation, thereby suggesting CaMKII activation independently of Ca2+ 
influx. Herein, a reciprocal relation where CaMKII controls endothelial Ca2+ dynamics has 
been investigated in mesenteric arteries. Both CaMKIIα and β isoforms have been identified 
in endothelial cells and close proximity (<40 nm) suggests their association in 
heteromultimers. Intracellular Ca2+ monitoring with high speed confocal microscopy then 
showed that inhibition of CaMKII with KN-93 significantly increased the population of Ca2+ 
pulsars active sites (+89%), suggesting CaMKII as a major regulator of Ca2+ pulsars in native 
endothelium. Mechanistic insights were then sought through the elucidation of the impact of 
CaMKII on ER Ca2+ store. ER Ca2+ emptying was accelerated by CaMKII inhibition and ER 
Ca2+ content was assessed using ionomycin. Exposure to KN-93 strongly diminished ER Ca2+ 
content (-61%) by relieving CaMKII-dependent inhibition of IP3 receptors (IP3R). Moreover, 
in situ proximity ligation assay suggested CaMKII-IP3R promiscuity, essential condition for a 
protein-protein interaction. Interestingly, segregation of IP3R within myoendothelial projection 
(MEP) appears to be isoform-specific. Hence, only IP3R type 1 and type 2 are detected within 
fenestrations of the internal elastic lamina, sites of MEP, whilst type 3 is absent from these 
structures. In summary, CaMKII seems to act as a Ca2+-sensitive switch of a negative feedback 
loop regulating endothelial Ca2+ homeostasis, including Ca2+ pulsars. 
 
 





1. INTRODUCTION  
 Strategically positioned between the blood and vascular smooth muscle cells (SMCs), 
endothelial cells (ECs) are keepers of vascular homeostasis. Intracellular Ca2+ is a powerful 
and versatile signalling molecule, essential to numerous regulatory mechanisms of endothelial 
functions. For example, thrombin-induced rise in global Ca2+ activates Ca2+-sensitive PKC, 
leading to increased endothelial permeability [1, 2]. Ca2+ is also involved in the regulation of 
endothelial gene transcription. ATP- or bradykinin-evoked increase in endothelial Ca2+ level 
stimulates nuclear translocation of NFAT (Nuclear Factor of Activated T cells), a transcription 
factor [3]. Fine-tuning of vascular tone is also a crucial Ca2+-driven function of vascular 
endothelium. Indeed, generation of nitric oxide (NO), a potent vasodilator by endothelial nitric 
oxide synthase (NOS3) involves direct binding of Ca2+/Calmodulin complex (Ca2+/CaM) [4, 
5]. Furthermore, intracellular Ca2+ has been shown to modulate endothelial membrane 
potential by activating Ca2+-activated potassium channel (KCa2.3 and KCa3.1) [6, 7]. Although 
endothelial functions governed by Ca2+ have been extensively studied, endothelial Ca2+ 
homeostasis has mainly been investigated from a global cytoplasmic perspective [8-11]. 
Interestingly, an increasing body of evidence suggests that localized Ca2+ dynamics might 
actually be a critical player in the modulation of endothelial functions [12-14].  
 Tight modulation of intracellular Ca2+ levels from a spatiotemporal standpoint has 
major functional impact. Thus, localized Ca2+ events such as Ca2+ pulsars, Ca2+ wavelets, 
TRPV4- and TRPA1-sparklets have recently been characterized and are suggested to regulate 
vascular tone [12-16]. Early work on Ca2+ pulsars reported a spontaneous Ca2+ release from 
IP3-sensitive stores within myoendothelial projections (MEP) in mesenteric resistance arteries 
[15]. Similar to Ca2+ pulsars, Ca2+ wavelets have been reported in skeletal muscle arteries [16]. 
More recently, a spatially restricted Ca2+ influx through plasma membrane ion channels, 
TRPV4- and TRPA1-sparklets, has been reported with an elegant demonstration of the 
requirement of intracellular scaffolding for cellular function [12, 14, 16]. These investigations 




Ca2+ pulsar results from the spontaneous and oscillatory Ca2+ release through IP3 
receptors (IP3R) in a definite subcellular region, the MEP. A critical aspect of this localized 
endothelial Ca2+ signal is its occurrence within MEPs. This anatomical structure forms a 
spatially restricted microenvironment allowing intimate communication between the 
endothelium and the underlying SMCs [17]. Ca2+ pulsars can indeed modulate  SMCs 
contractile state  by promoting endothelial MEP-KCa3.1 channels opening and therefore 
smooth muscle hyperpolarization. This signalling cascade can lead to SMCs relaxation. 
CaMKII, a Ca2+-dependent protein kinase, might represent a novel target of Ca2+ pulsars and 
extend the scope of Ca2+ pulsar outcomes. However, in depth characterization of Ca2+ events 
like Ca2+ pulsars is yet missing. For example, the mechanisms regulating the stochasticity or 
spatial dispersion of the events or the relative role of IP3R subtypes remain to be determined. 
CaMKII is characterized by its unique ability to decode and integrate oscillatory Ca2+ 
signals into specific outcomes [18, 19] as previously shown in neurons [20]. Interestingly, 
CaMKII is a key modulator of Ca2+ homeostasis in cardiomyocytes mainly through two 
pathways. First, CaMKII phosphorylates phospholamban (PLB), hence removing its inhibitory 
influence on SERCA2a, accelerating cytoplasmic Ca2+ clearance [21]. On the other hand, 
CaMKII phosphorylates nuclear IP3R type 2 (IP3R-2) resulting in a decreased channel Po [22]. 
CaMKII-associated inhibition of IP3R has also been reported in HeLa cell [23]. Although well 
characterized in cardiomyocytes, putative role for CaMKII in the control of Ca2+ dynamics in 
native endothelium has yet to be established. Moreover, while expression of all three IP3R 
isoforms have been reported in native endothelium [15], it is unclear whether CaMKII 
regulation of IP3R is restricted to IP3R-2. Similarly, it is unknown if IP3R modulation by 
CaMKII is restricted to the cardiac isoform. Although CaMKII heteromultimers have been 
reported in neurons, it is unknown if they are present in native ECs.  
The present study was then undertaken to elucidate a CaMKII-Ca2+ pulsars relationship 
and the pathways involved. Interestingly, CaMKII modulates Ca2+ pulsars through 
management of the population of Ca2+ pulsar active sites. This regulation appears to occur 
through IP3R inhibition interaction and accordingly, CaMKII regulates endothelial ER Ca2+ 
store. Therefore, the findings from this study strongly suggest that endothelial CaMKII is a 




2. Material & Methods 
2.1 Animals 
Animal manipulations were approved by the Montreal Heart Institute Animal Care 
Committee. Mice (3-4 months old, both genders) were sacrificed by intraperitoneal injection 
of a lethal dose of pentobarbital (150mg/kg). Transgenic mice expressing GCaMP2 [24], a 
fluorescent Ca2+-sensor under connexin 40 promotor, were used for Ca2+ pulsars experiments. 
C57/BL6 mice (Charles River) were used for endoplasmic reticulum Ca2+ content 
experiments, immunohistochemistry and in situ proximity ligation assay. Every experimental 
series were reproduced with tissues from a minimum of two individual mice (N≥2).  
 
 2.2 Tissue preparation. 
Third- or fourth-order mesenteric arteries (MA) (diameters ≈ 60-100 µm) were isolated 
from C57/BL6 mice or transgenic mice. For all type of experiments, MA were cleaned of 
adipose and connective tissue in cooled HEPES solution (134 mM NaCl, 6 mM KCl, 10 mM 
glucose, 10 mM HEPES, 1 mM MgCl2, 2 mM CaCl2, pH 7.4), cut longitudinally, and pinned 
with the endothelium facing up (en face configuration) on Sylgard blocks. Sample size for 
each experiment (“n”) represents the number of individual arterial preparation. 
 
2.3 Endothelial Ca2+ imaging.  
Experiments were performed at ≈ 37°C in a physiological salt solution (PSS) 
containing: 119 mM NaCl, 4.7 mM KCl, 24 mM NaHCO3, 1.2 mM KH2PO4, 1.2 mM MgCl2, 
11 mM Glucose and 1.5 mM CaCl2. Experiments with extracellular Ca2+-free solutions were 
performed in PSS with 5 mM EGTA and where CaCl2 was omitted. All solutions were 
oxygenated (12% O2, 5% CO2) throughout the experiment.  
Ca2+ dynamics were monitored in endothelium of MA from GCaMP2 mice (Ca2+ 
pulsars) or C57BL/6 mice loaded with Fluo-4 (endoplasmic reticulum Ca2+ content). For Fluo-
4 experiments, MA were incubated with the dye (10 µM) and 2.5 µg/ml of pluronic acid for 45 
min at 37°C. Extracellular Ca2+ contribution to recorded fluorescence was eliminated with the 
incubation of MA for 120 seconds in a Ca2+-free PSS solution prior exposure to cyclopiazonic 
acid  (30uM; Fig. 5) or before addition of ionomycin (10 µM; Fig. 6). 
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Ca2+ imaging was performed with an Andor Revolution confocal system and images 
were acquired with Andor iQ 2.8 software (Andor Technology) using an electron-multiplying 
CCD camera (iXon) on an upright Nikon Eclipse FN-1 microscope. Full frame (512x512) 
images were acquired at ≈15 frames/sec. Ca2+ binding to GCaMP2 or Fluo-4 was recorded at 
ex/em 488/510 nm. Autofluorescence of the internal elastic lamina (IEL) was also assessed at 
ex/em 488/510 nm. Ca2+ pulsars and global Ca2+ were analyzed using SparkAn software (A. 
Bonev, UVM).  
Analysis of Ca2+ pulsars imaging was carried out offline using regions of interest 
(ROIs) defined by a 5X5 pixels box manually positioned at the site corresponding to the 
pulsar’s peak amplitude location (“Ca2+ pulsar sites”). “Total Ca2+ pulsars frequency” is 
defined as the number of Ca2+ pulsar events in a field of view per time. “Ca2+ pulsars 
frequency/active sites” is defined as the mean of individual Ca2+ pulsar frequencies for each 
active site. “Ca2+ pulsars active sites” is defined as the number of Ca2+ pulsar sites in a field of 
view which had a minimum of one Ca2+ event in the experimental condition. Substantial 
intervessel variability was circumvented by normalizing the values recorded in a preparation 
to the basal values (Control; absence of any drug) from the same preparation. Basal values 
were then set as 100%. Global Ca2+ increase was assessed by measuring the fluorescence 
intensity (F) relative to baseline (F0) from ROIs defined by individual cells shape.  
CPA-induced decline of Ca2+ pulsar dynamics were fit with a single exponential 
function (Y = Y0*exp (-t/τ)) with Graphpad Prism software. Equation and values extracted 
from fit curves are shown in supplemental tables. 
2.4 Immunohistochemistry.  
Freshly harvested and cleaned MA were fixed with 4% paraformaldehyde (20 min), 
permeabilized with 0.2 % Triton x-100 and blocked with 4 % normal donkey serum (1h). MA 
were then incubated overnight at 4˚C with primary antibodies (IP3R-1 (Milipore Cat. 07-
1213), IP3R-2 (Milipore Cat. AB9074) and IP3R-3 (Milipore Cat.AB9076): 1/250; CaMKIIα 
(Abcam Cat. ab111890): 1/100; CaMKIIβ (Abcam Cat. ab22131): 1/300) in 0.1% Triton x-
100. MA were incubated 1h with donkey anti-rabbit or anti-goat alexa 555 fluorescent 
antibody (1/600). Then, DAPI was applied for nuclear staining. Autofluorescence of the IEL 




Prior fixation, arteries used to assess Ca2+ influx requirement to CaMKII activation 
were incubated in Ca2+-free HEPES solution with 5 mM EGTA. Arteries were exposed to 
acetylcholine (ACh; 10 µM) in Ca2+-free HEPES (5 min) in the absence or presence of KN-93 
(10 µM). The concentration of KN-93 used was based on the literature [25-29]. Activated 
CaMKII was probed using an antibody raised against a phosphorylated form of CaMKII 
(threonin 286) (Badrilla, Cat. A010-50: 1/50). 
Immunofluorescence was detected using a Zeiss LSM 510 system confocal microscope 
(63X oil objective/1.4, ex: 405nm, 488nm and 543nm). All images were deconvolved with 
Huygens professional software using experimentally determined point spread function (PSF) 
and reconstructed with Zen 2009 light edition.   
 
2.5 In situ proximity ligation assay (PLA).  
MA were fixed with 4% paraformaldehyde (20 min). Paraformaldehyde excess was 
removed with 0.1% NaBH4 (20 min). MA were then permeabilized with 0.2 % Triton x-100 
(1h) and blocked with 1% BSA/ 1% fish gelatin (10 min) at room temperature. Primary 
antibodies were incubated overnight at 4˚C. Reaction with probes (Anti-Rabbit MINUS Sigma 
Cat. DUO92005, Anti-Goat PLUS Sigma Cat. DUO92003), ligation, amplification, detection, 
mounting and wash buffers were done according to the manufacturer’s instructions (Olink 
Bioscience, Sweden) using the Duolink in Situ PLA probes and the Duolink detection kit far 
red (Sigma Cat. DUO92013; Ex/Em: 644/669). Amplification was done during 60 minutes. In 
situ ligation assay was detected using a Zeiss LSM 510 system confocal microscope (63X oil 
objective/1.4, ex: 405 nm, 488nm and 633nm). All images were deconvolved with Huygens 
professional software and reconstructed with Zen 2009 light edition.   
 
2.. Statistical analysis.  
GraphPad Prism 5 software was used for statistical analysis and data are shown as 
mean ± SEM. When appropriate, unpaired t-test or repeated measures ANOVA (with 






3.1 CaMKIIα and CaMKIIβ heteromultimer in native endothelial cells  
CaMKII is activated by Ca2+ increases but the endothelial Ca2+ sources for its 
activation remains to be established. Immunofluorescence experiments using an antibody 
raised against the phosphorylated (T286; activated form) [30]  show that Ca2+ influx is not 
necessary for endothelial CaMKII activation. Indeed, removal of extracellular Ca2+ did not 
prevent CaMKII activation in the presence of acetylcholine (Fig. 1) while KN-93 (10 µM), a 
CaMKII inhibitor abolished the fluorescence associated to T286 phosphorylation. Distribution 
of both CaMKIIα and β isoforms has then been assessed in freshly harvested MA from mice. 
CaMKIIα and β are only expressed in ECs, as no staining for either isoforms was detected in 
the underlying vascular SMCs (Fig. 2). Although homogeneously distributed throughout ECs, 
CaMKIIα and β clusters can also be found within IEL fenestrations (Fig. 2Ab and Bb), sites of 
MEP. While CaMKII might translocate to MEP upon Ca2+ pulsar stimulation, a fraction of the 
enzyme is readily positioned to modulate Ca2+ pulsars in resting conditions.  
Mechanisms allowing translocation of CaMKII to MEP remain to be established. 
Neuronal CaMKIIβ, through F-actin binding is responsible for CaMKIIα translocation to 
dendritic spines [31]. Such mechanism, yet to be shown in endothelium, would allow 
translocation of CaMKII to MEP but requires CaMKIIα/β heteromultimerization. Albeit both 
isoforms can be found in MEP (Fig. 2), evidence for heteromultimers is still lacking. 
CaMKIIα and β isoforms proximity was sought with in situ proximity ligation assay. 
Appropriate controls were performed to rule out non-specific fluorescence (Fig. 3B and C). 
Typical dot-like staining suggests CaMKIIα and β promiscuity (Fig. 3A), and potential 
CaMKIIα/β heteromultimers within ECs. Interestingly, CaMKIIα/β heteromultimers are not 
restricted to MEP (Fig. 3Ab) but rather uniformly distributed. 
3.2 CaMKII-dependent regulation of Ca2+ pulsars  
 CaMKII modulation of Ca2+ pulsars was assessed using high-speed confocal Ca2+ 
imaging of MA from GCaMP2 mice, allowing an endothelial-specific Ca2+-associated 
fluorescence [24]. The impact of CaMKII on Ca2+ pulsars dynamics is evidenced in the 
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presence of KN-93, a CaMKII inhibitor (Fig. 4 & table 1). Every Ca2+ pulsar site identified 
throughout the experiments was manually identified (Fig. 4A). Normalized fluorescence was 
reported over time and in-depth analysis was performed (Fig. 4B). Acute exposure to KN-93 
(10 µM) increased total Ca2+ pulsars frequency (127 ± 7% of control). Moreover, extended 
inhibition of CaMKII is associated with a further significant increase in Ca2+ pulsars total 
frequency (10 min; 172 ± 10% of control) (Fig. 4Ca). Interestingly, this KN-93-evoked 
increase in Ca2+ pulsars total frequency is independent on individual pulsar site activity (acute: 
90 ± 12% of control and 10 min: 111 ± 7% of control) (Fig. 4Cb). Conversely, exposure to 
KN-93 resulted in a larger number of Ca2+ pulsars active sites both acutely (146 ± 12 % of 
control) and following chronic exposure to the inhibitor (189 ± 14% of control) (Fig. 4Cc). 
Thus, CaMKII inhibition uncovers pulsar sites that were inactive in control conditions and 
could explain the increase in total Ca2+ pulsars frequency observed in the presence of KN-93.  
3.3 CaMKII regulation of reticulum Ca2+ 
 Alteration of Ca2+ pulsars by CaMKII suggests that CaMKII can either regulate 
endoplasmic reticulum (ER) Ca2+ release or Ca2+ uptake. CaMKII regulation of ER Ca2+ 
content was first examined through Ca2+ pulsars in GCaMP2 mice. Inhibition of SERCA 
pump with cyclopiazonic acid (CPA; 30µM) leads to Ca2+ pulsars disappearance [15]. Thus, 
arteries were incubated with an extracellular Ca2+-free solution in the absence or presence of 
KN-93. As expected, CPA exposure triggered a decrease in Ca2+ pulsar frequency (Fig. 5A). 
Interestingly, CPA-induced decrease in Ca2+ pulsar frequency was stronger in the presence of 
KN-93 (34.3 ± 6.2% and 9.7 ± 4.2% of control in the absence and presence of KN-93, 
respectively), suggesting a role for CaMKII in the control of ER Ca2+ stocks (Fig. 5Ab, Bb). 
Involvement of CaMKII in the regulation of Ca2+ pulsars is further evidenced by a faster CPA-
induced loss of Ca2+ pulsar events (t½ = 142.2 and 69.19 seconds in the absence and presence 
of KN-93, respectively) and active sites in the presence of KN-93 (t½ = 160.8 and 87.6 
seconds in the absence and presence of KN-93, respectively) (Fig. 5C and Suppl. Table 1 & 
2).  
 CaMKII modulation of ER Ca2+ was then studied using ionomycin to release Ca2+ 
sequestered in ER in Fluo-4 loaded endothelium. In Ca2+-free superfusate (pre-incubation of 2 
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min), an increase in endothelial fluorescence would then result from the release of ER Ca2+ 
(Fig. 6A). Inhibition of CaMKII significantly decreased ionomycin-induced Ca2+ increase (-39 
± 6% of control, Fig. 6Ba), suggesting that CaMKII stimulates Ca2+ accumulation in ER and 
can either stimulate ER Ca2+ uptake or inhibit its release as reported in cardiomyocytes [21, 
22]. 
 Identification of CaMKII target in the ER Ca2+ homeostasis was first probed with 
thapsigargin (1 µM) and cyclopiazonic acid (CPA; 30µM), inhibitors of SERCA pump. 
Inhibition of the ER Ca2+ uptake pathways would then reveal the potential contribution of 
IP3R in the CaMKII regulation of ER Ca2+ content. Inhibition of CaMKII decreased 
significantly ionomycin-induced fluorescence increase in the presence of either thapsigargin or 
CPA (46 ± 5 % and 24 ± 5 % of control respectively; Fig. 6Bb, c). Conversely, 2-APB (100 
µM), an IP3R inhibitor and U73122 (10 µM), a phospholipase C inhibitor, were used to 
investigate the contribution of SERCA to the CaMKII modulation of ER Ca2+. Interestingly, 
exposure to KN-93 did not significantly alter ionomycin-induced cytoplasmic Ca2+ increase in 
the presence of 2-APB or U73122 (84 ± 7% and 91 ± 7% of control respectively; Fig. 6Bd, e). 
CaMKII therefore seems to modulate ER Ca2+ content through regulation of IP3R with little if 
any contribution of the ER Ca2+ uptake pathway. 
3.4 CaMKII and IP3R interaction in native endothelial cells 
 Ca2+ imaging studies suggest that CaMKII controls ER Ca2+ levels and then endothelial 
Ca2+ dynamics through IP3R. To evaluate CaMKII-IP3R direct interaction, colocalization 
studies with in situ proximity ligation assays were performed. Taking advantage of CaMKIIα 
and β heteromultimerozation shown in Fig. 3, only CaMKIIα was probed. Typical dot-like 
staining shows that CaMKIIα is in close proximity with all three IP3R isoforms. Indeed, 
CaMKII colocalizes with IP3R type 1 (Fig. 7A), type 2 (Fig. 7B) and type 3 (Fig. 7C) in 
endothelium of MA.  
 IP3R subtypes, having distinct intrinsic properties such as Ca2+ or IP3 affinity [32, 33], 
they can be differentially involved in Ca2+ pulsars genesis and regulation, for example by 
CaMKII. Despite CaMKII vicinity to all three IP3R isoforms, a heterogeneous distribution of 
IP3R isoforms in the endothelium would suggest an IP3R isoform specific regulation of Ca2+ 
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pulsars by CaMKII. Conventional immunofluorescence approach using confocal microscopy 
was then used on MA to assess endothelial intracellular distribution of the different IP3R 
isoforms (Fig. 8). Although all IP3R seem to be uniformly distributed within ECs (Fig. 8Aa, 
Ba & Ca), IP3R-3 is the only isoform that was not detected within MEP (Fig. 8Ab,c, Bb,c & 
Cb,c). Therefore, CaMKII regulation of Ca2+ pulsars seems to occur through inhibition of 





 This study provides the first evidence of heteromultimerization of CaMKIIα/β and a 
differential distribution of IP3R isoforms in native endothelium, more precisely in MEPs. The 
findings support the hypothesis where CaMKII is the first kinase identified as a regulator of 
IP3-dependent local Ca2+ signalling in ECs. It also depicts the enzyme as an important 
controller of intracellular Ca2+ stores of native endothelium. Intracellular Ca2+ dynamics in 
native endothelium, especially those occurring in MEPs appear to be crucial to endothelial 
control of vascular function.  Therefore, CaMKII modulation of Ca2+ pulsars, an IP3R-
dependent Ca2+ signal spatially restricted to MEPs, might lead to significant functional 
outcomes.  
 
 CaMKII has been extensively studied in neurons and cardiomyocytes and to some 
extent in vascular SMCs where it plays major roles in several cellular functions, including 
regulation of ion channels activity, gene expression and Ca2+ homeostasis [22, 34-38]. Only 
recently CaMKII gained interest from the endothelial field. Indeed, Cai et al. (2004) showed 
that CaMKII is activated by shear stress in cultured ECs [38]. Initial reports of CaMKII in 
endothelial cells were using cultured cell lines. [39-41] However, ECs are particularly 
sensitive to culture conditions, which can result in a modified phenotype. Moreover, during 
cell culture process, endothelial cell polarity is lost as well as the intracellular architecture 
responsible for Ca2+ microdomains. Therefore, findings regarding CaMKII in cultured ECs 
must be confirmed in native ECs.  
The experimental model used in this study was selected especially in the perspective of 
investigating endothelial CaMKII roles in native resistance arteries. The use of cut-open 
mesenteric resistance artery in endothelial en face configuration allows preservation of 
vascular cells organisation and phenotype. It also allows a correlation between spatial 
distribution of a protein or a signal to a cellular structure like MEPs. Unfortunately, this 
preparation is also limited as several molecular biology approaches requiring transfection are 
nearly impossible to carry out. A major limitation of this preparation is the lack absolute of 
determination of shear stress or flow values. Albeit all live cells experiments were carried out 
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in the presence of constant flow, it is impossible to correlate this flow to physiological blood 
flow. Moreover, intraluminal pressure is an important physiological stressor that would 
require a pressurized myograph and cannot be mimicked in our preparation. However, the 
findings from this study are not weakened by those technical limitations but are rather 
suggestive of a cellular mechanism and their relative significance might even be increased in 
more physiological conditions.  
 Known for its involvement in cardiac Ca2+ homeostasis [22, 42, 43], similar role for 
CaMKII in non-excitable cells is yet to be determined. This is probably due to the activation 
mechanism of the kinase that is sensitive to Ca2+ oscillations frequency. Indeed, until recent 
findings of oscillatory and localized spontaneous Ca2+ signalling in ECs [12, 13, 15, 16, 44] 
endothelial Ca2+ dynamics were considered as bulk cytoplasmic variations strikingly distinct 
from the signals modulating CaMKII activity. However, it is now clear that Ca2+ 
microdomains are essential to endothelial function and may activate CaMKII. Moreover, the 
data from this study suggest that CaMKII might also be an important regulator of endothelial 
Ca2+ activity.  
 Interestingly, CaMKIIα and β have been shown to form heteromultimers in neurons 
[45]. Hence, each isoform having distinct Ca2+ sensitivity and targets [1], 
heteromultimerization of CaMKIIα and β increases the flexibility of the signalling pathway. 
In heteromultimers, F-actin binding domain of CaMKIIβ [31] provides to the α isoform the 
capacity to translocate and reach targets otherwise inaccessible. To our knowledge, apart from 
neurons [45], assembly of different CaMKII isoforms has not been reported in other cell types. 
However, results presented in this study suggest that CaMKIIα/β can form multimers in native 
ECs. Furthermore, those multimers most likely allow the translocation of the enzyme to 
MEPs, where it can phosphorylate IP3R amongst others, as suggested by our functional and 
proteins proximity ligation assays. The evidence provided in this study regarding potential 
formation of CaMKIIα/β heteromultimers are limited to the proximity of the two isoforms 
shown by in situ PLA. This approach suggests that the CaMKII α and β are within 40 nm 
from each other. Although, this is not a direct evidence of physical association of the two 
isoforms, this approach still provides a better resolution than the classical co-localisation 
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analysis of dual labelling immunofluorescence by confocal microscopy, with an axial 
resolution of 180 nm [46]. Figure 3 shows the best evidence of potential α/β subunits 
association achievable since other options are unfortunately impossible to perform in native 
endothelium. Indeed, the limited quantity of cells available makes it impossible to use co-
immunoprecipitation approaches. Moreover, CaMKIIα and β are not expressed in cultured 
ECs [39, 47], eliminating potential molecular biology techniques involving cell culture. 
Therefore, proximity of α and β isoforms in addition to association of the two isozymes in 
neurons strongly suggest that CaMKIIα/β heteromultimers can be present in native 
endothelium.  
 This finding allowed us to use only CaMKIIα as subrogate for endothelial CaMKIIα 
and β in the investigation of their colocalization with IP3R with the in situ PLA. This is very 
important since the PLA approach requires the use of primary antibodies from different hosts. 
Only one suitable antibody from a non-rabbit host was found amongst our targets of interest, 
an antibody for CaMKIIα raised in goat. Results obtained from in situ PLA experiments 
suggest that CaMKII may interact with all the three isoforms of IP3R. Inhibition of IP3R by 
CaMKII has been reported to be associated to serine 150 phosphorylation of the IP3R-2.  
Maxwell et al., (2012) demonstrate by sequence alignment that this CaMKII phosphorylation 
site in IP3R-2 is preserved as a threonin in IP3R-1 and IP3R-3. [48]. Although only 
phosphorylation of IP3R-2 by CaMKII has been shown, phosphorylation of IP3R-1 and IP3R-3 
cannot be ruled out. On the other hand, IP3R intracellular distribution appeared initially 
uniform for all three isoforms. Further analysis showed that IP3R-3 was constantly absent from 
IEL fenestrations. Previous work in cremaster microcirculation ECs-SMCs co-culture 
approach elegantly showed the localisation of IP3R-1 within MEP [49]. In accordance with 
B.E. Isakson (2008), we detected IP3R-1 within IEL fenestration. However, we also detected 
IP3R-2, in MEP, a difference potentially inferable to different vascular bed studied and cell 
culture conditions. The functional impact of this discrepancy is unknown. Noteworthy, 
although impossible to quantify, IP3R-2 staining was generally perceived deeper in the IEL 
fenestration than IP3R-1. This is consistent with the literature where IP3R-1 and IP3R-2 seems 
more important for Ca2+ oscillation, compared to IP3R-3, presumably more important for 
monophasic Ca2+ transient [50]. 
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 CaMKII proximity with all three IP3R isoforms suggests that the kinase might affect all 
isoforms and therefore have an important impact on intracellular Ca2+ stores through 
regulation of Ca2+ efflux from the ER. Indeed, CaMKII inhibition significantly accelerates and 
amplifies ER Ca2+ stores emptying in the absence of extracellular Ca2+ expressing the 
substantial role of CaMKII in the regulation of intracellular Ca2+ stores. Unfortunately, there is 
no currently available antibody directed against a CaMKII-phosphorylated form of IP3R. 
Accordingly, there is no approach available to investigate the direct interaction between 
CaMKII and IP3R in native endothelium. However, functional CaMKII-IP3R interaction is 
shown by the abolishment of CaMKII-dependent alteration of ER Ca2+ content in the absence 
of functional IP3R. CaMKII would then require IP3R to regulate intracellular Ca2+ stores. 
Moreover, CaMKII decreases the population of Ca2+ pulsar active sites, an IP3R –dependent 
Ca2+ signal. Modulation of IP3R-3 cannot be ruled out, as its regulation by CaMKII might 
simply not be detectable where the localized intracellular Ca2+ is not tightly coupled. So 
CaMKII might also inhibit all IP3R isoforms throughout the cell but the only detectable 
outcome, in our conditions, is a decrease in Ca2+ pulsars site. Interestingly, CaMKII does not 
alter Ca2+ pulsars kinetics or amplitude, suggesting that the kinase probably only modulates 
the open probability of the Ca2+-release channel. However, further detailed investigation will 
be required to test this hypothesis. The inhibition of Ca2+ pulsars by CaMKII suggests that the 
kinase, being also activated by Ca2+ pulsars, is part of a negative feedback mechanism, 
modulating localized Ca2+ signalling in ECs. Actually, this is the first report of a regulatory 
mechanism of IP3R-dependent Ca2+ microdomains in ECs. However, influence of CaMKII on 
other Ca2+ microdomains, such as TRPA1- or TRPV4-sparklets [12, 14] or in other vascular 
beds [44] remains to be determined. Furthermore, this study was almost exclusively 
experimentally designed in the absence of any endothelial stimulation and suggests that 
CaMKIIα/β multimers and their regulation of intracellular Ca2+ stores and IP3R can be found 
in resting conditions. 
CaMKII regulation of intracellular Ca2+ stores can also have a significant impact on 
other cellular mechanisms. It could be hypothesized that regulation of intracellular Ca2+ stores 
by CaMKII might indirectly regulate Store-Operated Ca2+ Entry (SOCE) pathways. Indeed, 
CaMKII activation will increase Ca2+ levels in the ER and therefore inhibit STIM1 clustering 
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and interaction with ORAI1. SOCE modulation by CaMKII has been reported in other 
preparations [51-53] and is of interest in the endothelial field, especially in pathological 
conditions where the culprit includes endothelial cells proliferation. Noteworthy, reciprocal 
interaction where SOCE can activate CaMKII is not necessary to the enzyme activation (Fig. 
1, 5 & 6), but cannot be ruled out. SOCE-dependent activation of CaMKII can also be 
involved in SOCE associated endothelial functions. However, functional impact of a potential 
reciprocal regulation between SOCE and CaMKII will require further investigation. On the 
other hand, inhibition of IP3R by CaMKII can also be involved in the spatial confinement of 
Ca2+ pulsars. Ca2+ pulsar is characterized by a definite location of oscillatory Ca2+ signals with 
a limited propagation. The mechanisms involved in the restriction of Ca2+ spreading are 
unknown but CaMKII is an interesting candidate since inhibition of IP3R surrounding a Ca2+ 
pulsar site could result in a blunted propagation. This additional putative role for CaMKII is 




5. SUMMARY AND CONCLUSIONS 
 In summary, this study provides the first evidence for heteromultimerization of 
CaMKIIα and β in non-neuronal cell type. This α/β isoforms co-assembly could allow 
CaMKIIα to translocate to MEP once activated by Ca2+ pulsars. Vascular tone reflects a fine 
equilibrium between relaxing and contractile influence on VSM. Endothelial Ca2+ increase, 
even locally, may lead to VSM relaxation. Accordingly, CaMKII may act as a Ca2+ switch in a 
negative feedback mechanism involved in the regulation of the tight balance in the VSM 
contractile state. Indeed, our results suggest that CaMKII modulates Ca2+ pulsars dynamics 
through IP3R (probably type 1 and type 2) pathway, and to a bigger extent, intracellular Ca2+ 
stores. Therefore, CaMKII appears as a major regulator of endothelial Ca2+ and thus of 
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Fig. 1 Ca2+ influx-independent activation of CaMKII in native endothelial cells. 
(A, B, C) Immunostainning for the phopsphorylated (activated) form of CaMKII in position 
Threonin 286 (CaMKII-T286) in native endothelial cells (ECs). CaMKII-T286 labelling (Red) 
in Ca2+ free solution with nuclear staining (blue) in the absence (A) or presence (B,C) of 
acetylcholine (ACh; 10 µM; 5 min). (C) Similar to B with the exception that the artery was 
preincubated with KN-93 (10 µM), for 20 min. n= 4. Scale = 5 µm. 
Fig. 2 Localization of CaMKIIα and CaMKIIβ in native endothelial cells.  
(A, B) Immunostaining for CaMKIIα (A) and β (B). Labelling of CaMKII (Red) in (a) 
endothelial cells (ECs) with (b) the internal elastic lamina (IEL; Green), where fenestrations in 
IEL correspond to potential myoendothelial projections. (c) Cropped images of 
immunostaning for CaMKIIα (Ac; Red) and CaMKIIβ (Bc; Red) of cross sectional views 
along the z-axis from z-stacks of images with the IEL (Green) located at the white doted line. 
Arrows show CaMKII densities in IEL fenestrations. SMC: smooth muscle cell. n = 4. Scale = 
5 µm.  
Fig. 3 CaMKIIα and CaMKIIβ heteromultimer in native endothelial cells.  
With in situ proximity ligation assay, each detected protein complex is represented by a red 
dot. Labelling for (A) CaMKIIα and CaMKIIβ show positive staining (a; Red) overlay the 
internal elastic lamina (b; IEL; Green) with endothelial cells (ECs) nucleus (Blue). (B) 
Staining for 2 hypothetically distant proteins, CaMKIIα and calnexin. (C) Negative control 
where primary antibodies were omitted. n = 4. Scale = 5 µm.  
Fig. 4 Impact of CaMKII inhibition on Ca2+ pulsars dynamics.       
(A) Typical field of view of GCaMP2-expressing endothelium from a mesenteric artery. 
Regions of interest (ROIs), illustrated as colour squares, were used to analyze the impact of 
KN-93 (10 µM), a specific inhibitor of CaMKII on Ca2+ pulsars. (B) Time course of a typical 
experiment where the tissue was exposed to KN-93 (10 µM). Each color represents an 
individual Ca2+ pulsar site associated with the corresponding ROI illustrated in A. 
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Fluorescence was recorded for 90 seconds prior exposure to KN-93 in a continuous 4 minutes 
recording and 10 minutes following the addition of KN-93 for 2 minutes. (C) Bar graphs 
summarizing data from experiments as in (A) and (B) where Ca2+ pulsars were monitored in 
the absence (Control; White), following acute (KN-93 (10 µM); Gray) and chronic exposure 
to KN-93 (KN-93 (10 µM)10 min; Black). “Total Ca2+ pulsars frequency” is defined as the 
number of Ca2+ pulsar events in a field of view per time. “Ca2+ pulsars frequency/active sites” 
is defined as the mean of individual Ca2+ pulsar frequencies for each active site. “Ca2+ pulsars 
active sites is defined as the number of Ca2+ pulsar sites in a field of view which had a 
minimum of one Ca2+ event in the experimental condition. 
Control values were set at 100% and values from each condition were normalized to their own 
control (% of control of the same field). Total Ca2+ pulsar frequency (Ca) represents all Ca2+ 
pulsar events in the field of view per time. Ca2+ pulsars frequency/actives sites (Cb) represents 
the mean of individual Ca2+ pulsar frequencies for each active site.  Ca2+ pulsar active sites 
(Cc) represent the number of Ca2+ pulsar sites in a field of view which had a minimum of one 
Ca2+ event in the experimental condition. n = 6.  Anova: * P<0.0002. n.s : none-significant  
Scale = 10 µm. 
 
Fig. 5 Role of extracellular calcium and CaMKII on Ca2+ pulsars dynamics in native 
endothelial cells 
(Aa,Ba) Representative time course of Ca2+ pulsars dynamics recorded in endothelium of 
mesenteric artery from GCaMP2 mice. Arteries were incubated in extracellular Ca2+ free 
solution (2 min). GCaMP2 fluorescence was recorded 60 seconds in Ca2+ free solution in the 
absence (Aa) or presence of KN-93 (10 µM; Ba). Continuous acquisition of Ca2+-associated 
fluorescence was then performed following exposure to cylopiazonic acid (CPA; 30 µM) in 
the absence (A) or presence of KN-93 (B). Each color represents an individual Ca2+ pulsar site 
identified by a ROI. (Ab, Bb) Bar graph summarizing the total Ca2+ pulsars frequency 
following CPA exposure in the absence of KN-93 (Ab) or in presence of KN-93 (Bb). Total 
Ca2+ pulsars frequency is expressed in % of control, where control is total Ca2+ pulsars 
frequency value in the presence of 1.6 mM Ca2+ superfusate. (C) Non-linear exponential fit 
curves for the number of Ca2+ pulsar events (Without KN-93: R2 = 0.6719, with KN-93: R2 = 
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0.6178;Ca) and the number of Ca2+ pulsar active sites (Without KN-93: R2 = 0.7157, with KN-
93: R2 = 0.6071; Cb) for the entire 720 seconds recording (15 seconds intervals). Ab and Bb: 
ANOVA * P<0.0005. C: F-test P <0.0001.  n=3. 
 
Fig. 6 CaMKII’s endoplasmic reticulum targets in native endothelial cells.  
(A) Typical example of fluorescence associated to the ionomycin-induced (10 µM) Ca2+ 
release (Ab) from the internal Ca2+ store on Fluo-4 loaded endothelial cells (EC), in the 
absence of extracellular Ca2+. F/F0: fluorescence intensity (F) relative to baseline (F0) (B) Bar 
graph of Fluo-4 fluorescence increase associated to endothelial ER Ca2+ content. (a) Effect of 
CaMKII inhibition by KN-93 (10 µM; Black) on ER Ca2+ content was compared to control 
condition (White). CaMKII interaction with IP3 receptor was assessed by inhibition of SERCA 
with thapsigargin (thaps; 1 µM; b) or cylopiazonic acid (CPA; 30 µM; c), with (Black) or 
without KN-93 (10 µM; White).  CaMKII interaction with SERCA was assessed by inhibition 
of IP3R with 2-APB (100 µM; d) or inhibition of phospholipase C with U73122 (10 µM; e), 
with KN-93 (Black) or without KN-93 (10µM; White). Value of Fluo-4 fluorescence (% of 
control) were the maximal value of fluorescence (F/F0) induced by ionomycin obtain in 
presence of KN-93 of each cell reported on mean maximal value of Fluo-4 fluorescence (F/F0) 
obtain without KN-93 as control for each experiment type. n = 3. t-test: * P<0.05. Scale = 15 
µm. 
Fig. 7 CaMKII interaction with IP3 receptor isoforms in native endothelial cells.  
With in situ proximity ligation assay, each detected protein complex is represented by a red 
dot.  Labelling for CaMKIIα with different IP3 receptor isoform (IP3R; A: type 1, B: type 2. C: 
type 3) show all positive staining (Red) in endothelial cells (ECs; a) with nucleus (Blue) and 
overlay with internal elastic lamina (IEL; Green; b). n = 3. Scale = 5 µm. 
Fig. 8 Localization of IP3 receptor in native endothelial cells.             
(A, B, C) Immunostaining for different IP3 receptor isoform (IP3R; A: type 1, B: type 2, C: 
type 3). (a) Staining of IP3R (Red) in endothelial cells (ECs).  (b) Staining of IP3R (Red) 
overlay internal elastic lamina (IEL; Green) where fenestrations correspond to potential 
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myoendothelial projections. (c) Cropped images of IP3R staining (Red) in cross sectional 
views along the z-axis from z-stacks of images with the IEL (Green) located at the white doted 
line. Arrows show IP3R densities in IEL fenestrations. SMC: smooth muscle cells. n = 4. Scale 




Table 1 Ca2+ pulsars kinetics with or without inhibition of CaMKII 
  
KN-93 (10 µM) 
Parameters Control Acute 10 min 
Amplitude, (F/F0) 1,52 ± 0,01 1,52 ± 0,01  1,53 ± 0,01 
Rise time, Sec 0,31 ± 0,01 0,31 ± 0,01 0,32 ± 0,01 
Duration, Sec 0,44 ± 0,01 0,43 ± 0,01 0,43 ± 0,01 
t½ , Sec 0,24 ± 0,01 0,23 ± 0,01 0,22 ± 0,01 
 
Peak amplitude was measured as F/F0; Rise time was measured as the upstroke time required 
for 10–90% of the signal; Duration was measured as the time between 50% of the signal 
before and after the peak; and half-time decay (t1/2) was measured as time between the peak 
and 50% of the amplitude of the signal. Groups are not statistically different. n = 6. Events: 















Table 1 CPA-induced decay in number of Ca2+ pulsar events 
Fit curve value Without KN-93 95% confidence intervals With KN-93 95% confidence intervals 
Y0, number of events 28,12 20,73 to 35,52 20,73 10,90 to 30,57 
t½ 142,2 109,9 to 201,4 69,19 48,90 to 118,2 
τ 205,2 158,6 to 290,6 99,81 70,55 to 170,6 
 
Y0 is the number of events at time = 0 seconds. t½ is time to reach half of Y0 in seconds. τ is 
the time constant in seconds. 
Without KN-93: Y = 28.12*exp (-t/205.2) 
With KN-93: Y = 20.73*exp (-t/99.81) 
 
 
Table 2 CPA-induced decay in number of Ca2+ pulsar active sites  
Fit curve value Without KN-93 95% confidence intervals With KN-93 95% confidence intervals 
Y0, number of events 18,14 14,23 to 22,06 11,63 6,67 to 16,60 
t½ 160,8 128,6 to 214,6 87,58 62,16 to 148,1 
τ 232 185,5 to 309,6 126,3 89,68 to 213,7 
 
Y0 is the number of events at time = 0 seconds. t½ is time to reach half of Y0 in seconds. τ is 
the time constant in seconds. 
Without KN-93: Y = 18.14*exp (-t/232.0) 
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Calcium homeostasis is crucial to endothelial functions and spatiotemporal control of Ca2+ can 
be an efficient mean to ensure outcome specificity. Cellular structures such as myoendothelial 
projections allow for intercellular communication and regulation of vascular tone and are also 
hosting local Ca2+ signals such as Ca2+ pulsar. This ER-derived Ca2+ signal activates players 
involved in the control smooth muscle contraction. However, aside the involvement of 
IP3R1/IP3R2, determinants for elementary characteristics of Ca2+ pulsar remains 
undetermined. Major regulator of Ca2+ homeostasis in several cell types, the role of 
mitochondria in modulating local endothelial Ca2+ signalling in resting conditions was 
assessed. Electron microscopy shows clusters of mitochondria in the vicinity of 
myoendothelial projections, supporting the concept of mitochondria ruling spatially-restricted 
Ca2+ signalling in endothelium. Accordingly, disruption of transmitochondrial membrane 
potential with FCCP had a major impact on Ca2+ dynamics of native endothelial cells. The 
mitochondrial uncoupler increased the number of spontaneously active Ca2+ pulsar sites 
although de novo sites were characterized by a lower oscillation frequency. Area covered by a 
Ca2+ pulsar was also increased by FCCP, suggesting that mitochondria act as a Ca2+ barrier for 
Ca2+ pulsar. Spatial control of Ca2+ pulsars occurs through mitochondrial Ca2+ entry pathways 
since mitochondrial calcium uniporter (mCU) inhibition similarly amplified Ca2+ pulsar 
spreading whilst inhibition of mitochondrial Ca2+ exit pathways had no effect on Ca2+ pulsar 
surface. However, blocking mitochondrial Ca2+ efflux significantly increased Ca2+ pulsar sites 
population. Inhibition of NCLX or mPTP evoked low-frequency de novo pulsar sites similarly 
to FCCP exposure. In summary, uniquely positioned mitochondria shape Ca2+ pulsars through 










At the blood-vascular wall interface, endothelial cells (ECs) are active actors in regards 
to vascular homeostasis. Their capacity to integrate signals from either compartments basically 
depends on intracellular calcium (Ca2+) levels (Himmel et al., 1993). For example, 
cytoplasmic Ca2+ is central for endothelial modulation of vascular permeability (De Bock et 
al., 2013; Sandoval et al., 2001) or vascular tone (Venema et al., 1996) as several signalling 
pathways involved are Ca2+-dependent. Growing body of evidence support the prominent role 
of Ca2+ microdomains on global cytoplasmic Ca2+ levels for endothelial functions (Billaud et 
al., 2014; Pires & Earley, 2016). Conceptually appealing, the clustering of proteins and 
mechanisms within a confined region of the cell allows for a better spatiotemporal control and 
signal-to-outcome specificity (Parekh, 2008).  
Structural determinants within the arterial wall uphold for such preferential spatially 
restricted Ca2+ signal-target interaction. Indeed, myoendothelial projection (MEP), endothelial 
cell protrusion through internal elastic lamina (IEL) fenestration, is a privileged structured 
allowing for bidirectionnal communication with the underlying vascular smooth muscle cells 
(VSMCs) (Heberlein et al., 2009). This cellular compartment provides the framework for 
improved signalling efficiency dedicated to ECs-VSMCs interactions. As such, local Ca2+ 
signals have been shown to evoke membrane hyperpolarization leading to VSMCs relaxation 
through activation of KCa3.1 channels enriched in MEPs (Kansui et al., 2008; Ledoux et al., 
2008; Sandow et al., 2006; Sonkusare et al., 2012; Tran et al., 2012). Extracellular Ca2+ influx 
can generate these local Ca2+ oscillations (“sparklets”) and occurs through TRPA1 or TRPV4 
channels in cerebral or mesenteric arteries, respectively (Earley et al.,  2009; Sonkusare et al., 
2012). Compartmentalization of regulatory components (ROS, AKAP150) appears essential to 
the regulation of these Ca2+ signals (Sonkusare et al., 2014; Sullivan et al., 2015). 
Additionally, Ca2+ pulsars and wavelets, spontaneous Ca2+ oscillations from IP3-sensitive 
stores within MEP have been characterized in native endothelium (Ledoux et al., 2008; Tran et 
al., 2012). 
Recent work linked Ca2+ pulsars to CaMKII, the kinase being involved in a negative 
feedback loop. CaMKIIα/β isoforms translocate to MEP upon Ca2+ pulsars stimulation 
(Charbel et al., 2015) and inhibits Ca2+ release through IP3 receptors and ER Ca2+ store, 
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therein reducing IP3R1/2-evoked Ca2+ pulsars (Toussaint et al., 2015). Aside CaMKII, the 
mechanisms controlling Ca2+ pulsars remain undetermined. Spatial restriction and 
stochasticity or Ca2+ pulsars are amongst the complex dynamic parameters lacking of 
identified regulators. Limited dispersion of Ca2+ ions out of MEP is a hallmark of Ca2+ pulsars 
and is essential to its function. Further diffusion of Ca2+ could then lead to cell-wide Ca2+ 
waves, activating various Ca2+-dependent pathways although unrelated to Ca2+ pulsars. 
Therefore, unidentified cellular machinery must generally restrain Ca2+ within MEP vicinity to 
ensure Ca2+ pulsars efficiency, but also intermittently allow for conversion in Ca2+ waves. 
Mitochondria, often considered as cell powerplants, have also been shown to play key 
role in cellular Ca2+ homeostasis. The organelle is reported as the second largest intracellular 
Ca2+ store but also actively participate in local Ca2+ modulation. Mitochondrial control of local 
Ca2+ levels is complex and involves both Ca2+ influx and efflux mechanisms. These 
mechanisms allow fine spatiotemporal regulation of intracellular Ca2+ dynamics, assuming 
appropriate location of mitochondria. Interestingly, mitochondria subcellular distribution 
coincides with highly active Ca2+ regions. Moreover, mitochondria have been proposed to 
organize into an active barrier to restrict Ca2+ propagation in pancreatic acinar cell (Straub et 
al., 2000). However, similar role for mitochondria in endothelial cells has yet to be 
determined. 
The impact of mitochondria on spontaneous Ca2+ pulsars has then been sought in 
native endothelial cells from resistance arteries. Clustering of mitochondria within MEP 
proximity would allow the organelle to modulate Ca2+ pulsar. Loss of mitochondrial function 
induced by FCCP exposure is associated with an increase in the number of active Ca2+ pulsars 
sites. Ca2+ pulsar spread is also increased in the presence of FCCP. These effects appear to be 
due to distinct mechanisms. Although inhibition of mitochondrial Ca2+ influx increased Ca2+ 
spread, only inhibition of mitochondrial efflux increased the number of Ca2+ pulsar active 




Material & Methods 
Animal studies were approved by the Montreal Heart Institute Research Center Animal 
Care Committee. C57/BL6 mice (Charles River; 12-16 weeks old) were sacrificed by 
intraperitoneal injection of pentobarbital (lethal dose, 150 mg/kg).  
Ca2+ imaging 
Third- or fourth- order mesenteric arteries (MA) were carefully isolated i.e clean of fat 
and connective tissue in HEPES solution (134 mM NaCl, 6 mM KCl, 10 mM glucose, 10 mM 
HEPES, 1 mM MgCl2, 2mM CaCl2, pH: 7.4), cut longitudinally, and pinned with the 
endothelium facing up on Sylgard (Dow Corning Crop., USA) sections mounted on square 
plastic supports.  
Experiments were performed at 37°C in a physiological salt solution (PSS) containing: 
119 mM NaCl, 4.7 mM KCl, 24 mM NaHCO3, 1.2 mM KH2PO4, 1.2 mM MgCl2, 11 mM 
Glucose and 1.5 mM CaCl2.  FCCP (2 µM), Oligomycin A (1 µg/mL, used together with 
FCCP), CGP37157 (10 µM), Cyclosporine A (1 µM), Ru360 (2 µM), Kaempferol (10 µM) 
were used in PSS. All solutions were oxygenated (12%O2, 5%CO2) throughout the 
experiment.  
Ca2+ imaging was performed with a Revolution Andor confocal system and images 
were acquired with Andor iQ 2.8 software (Andor Technology) using an electron-multiplying 
charge coupled device camera (iXon) on an upright Nikon microscope (Eclipse FN-1). Images 
were acquired at ≈15 frames/sec (frame of 512 x 512). MAs were loaded with Fluo-4 as Ca2+ 
indicator (10 µM in static HEPES solution, with 2.5 µg/ml of pluronic acid, 45 min at 37°C). 
Ca2+ binding to Fluo-4 was recorded at ex/em 488/510 nm. Autofluorescence of the IEL was 
also assessed at ex/em 488/510 nm. Each acquisition were of a 4 minutes total recording 
including 45 secondes of control condition.  
Ca2+ pulsars were analyzed using SparkAn software (A. Bonev, UVM). Ca2+ pulsar 
analysis was done offline using regions of interest (ROIs) defined by a 5X5 pixel box 
manually positioned at the point corresponding to the pulsar’s peak amplitude ("Ca2+ pulsar 
sites"). "Ca2+ pulsar active site" was defined as a site where there is at least one Ca2+ pulsar 
event in the experimental condition. "Ca2+ pulsar frequency by active site" is defined as the 
number of Ca2+ pulsar event at an active site divide by the time of the experimental condition.  
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"Ca2+ pulsar spreading" refers to the surface covered by pixels with a fluorescence intensity ≥ 
50% of peak amplitude value. A spreading mask was created by converting the image from the 
Ca2+ pulsars spread estimation to a binary image. Spatial analysis was done in Matlab 2008  
(Mathworks inc.) to calculate eccentricity and anisotropy (as the ratio of the major to the 
minor axis length of an ellipse) of the largest clusters from individual pulsar spreading mask. 
To counter the variability between each arterial preparation, each value was normalized 
to the value obtain in the control condition (absence of any drug) of the same preparation. The 
value of the control condition was set to 100%. 
Every set of experiments were reproduced with a minimum of 2 different mices (N ≥ 
2). Each experiment sample size is express as "n" and represent the number of artery acquired. 
Mitochondria membrane potential assay 
Samples preparation and confocal acquisition system correspond to the same 
specification already describe in the previous "Ca2+ imaging" section. Tetramethylrhodamine-
ethyl ester (TMRE; mitochondrial membrane potential dependant dye; 120 nM in circulating 
oxygenated PSS, 10 min at 37°C) was recorded at ex/em 549/574 nm. Images were acquired at 
≈ 8 frames/sec. Laser power was reduced to the minimum to avoid TMRE bleaching. A 
control condition where only the laser was applied to the MA sample was done to confirm the 
absence of bleaching with our specific acquisition setting. Fluo-4 staining was done according 
to "Ca2+ imaging" section prior TMRE staining to assess endothelial cell viability of the 
specific field that will by acquire with the TMRE staining. The same condition as Ca2+ 
imaging was done for the FCCP condition (i.e concentration and incubation time) to verify the 
FCCP efficacy to decrease mitochondrial membrane potential. TMRE (120 nM) was keep in 
all solutions during the acquisition. TMRE analysis was assessed with SparkAn software by 
measuring the mean value of fluorescence intensity (F) relative to baseline (F0) per 30 seconds 
increment from ROIs defines by a 5 x 5 pixels box manually and randomly positioned on the 
TMRE staining.  
Every set of experiments were reproduced with a minimum of 2 different mices (N ≥ 
2). Each experiment sample size is express as "n" and represent the number of artery acquired. 
Electron microscopy 
Arteries were cleaned of adipose and connective tissue and then immediately fixed in 
buffer containing cacodylate 0.1 M, 1% gluteraldehyde, 2% paraformaldehyde. The samples 
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were then post-fixed in osmium tetroxide, stained with 4% uranyl acetate, dehydrated by 
graded ethanol, and finally coated with epon. The blocks were then cut into ultrathin slices (65 
nm) before being observed with an electron microscope Philips CM120. Image acquisition 
was done using the Gatan Digital Micrograph software programs and then analysed with the 
freeware Image J.  
Statistical analysis 
Statistical analysis was done with the GraphPad Prism 5 software and data are present 
as mean ± SEM. Unpaired t-test or ANOVA was use when appropriate; A threshold of P<0.05 





Functional mitochondria are characterized by an important membrane potential (ΔΨm) 
across the inner membrane (-180 mV) which can be abolished by exposure to FCCP (2 µM), a 
mitochondrial uncoupler (Suppl. Fig. 1). Application of FCCP to Fluo-4-loaded endothelium 
had a substantial impact on spontaneous intracellular Ca2+ dynamics. Indeed, FCCP 
significantly increased the number of active Ca2+ pulsars sites (≈ +60%) with little if any 
changes on global oscillations frequency (Fig. 1A & B) in the absence of any agonist. 
However, individual frequency was diminished by FCCP (-25%; Fig. 1C). Further analysis 
showed that de novo pulsar sites had a ≈45% lower frequency than sites active in control 
condition (Fig 1E). These results suggest that active mitochondria control Ca2+ pulsars sites.  
Mitochondria have been reported to control propagation of intracellular Ca2+ in acinar 
cells. Similar oversight by mitochondria have been investigated in our preparation. 
Accordingly, presence of FCCP evoked Ca2+ pulsars with significantly larger spreading area 
(Fig. 2). Newly recruited sites had larger Ca2+ dispersion (57% vs. 25%) suggesting that 
mitochondria can also limit Ca2+ diffusion out of MEP. 
Mitochondria can regulate cytoplasmic Ca2+ through both influx and efflux 
mechanisms. The contribution of each pathways was then studied. Mitochondria Ca2+ intake 
was first inhibited with Ru360 (2 µM), targeting mCU. The number of active sites was slightly 
diminished by Ru360 (Fig. 3A). However, Ru360 did not affect spontaneous pulsar frequency 
(Fig. 3B), similarly to FCCP. The area covered by a Ca2+ pulsar was also increased (+30%) 
upon mCU inhibition, an effect mainly on sites that were already active in control (Fig. 3C & 
D). Stimulation of mCU by kaempferol (10 µM) increases Ca2+ entry in mitochondria. 
Accordingly, dispersion of Ca2+ from a Ca2+ pulsars was decreased in the presence of 
kaempferol (Fig. 4). Ca2+ pulsar site population was also enlarged by the mCU agonist (+85%) 
although oscillation frequency was decreased.  
On the other hand, Ca2+ leak from mitochondria could substantially modify subcellular 
Ca2+ levels. Thus, roles of Ca2+ efflux mechanisms on Ca2+ pulsar dynamics were investigated. 
Cyclosporine A (1 µm), a mPTP inhibitor, activated new Ca2+ pulsar sites (≈ +75%; Fig.5A) 
characterized by a lower firing rate. The other major mitochondrial efflux pathway, a 
Na+/Ca2+ exchanger (NCLX), can be inhibited by CGP37157 (10 µM). Application of 
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CGP37157 had similar effect on Ca2+ pulsars dynamics (Fig. 6), including Ca2+ pulsar sites 
population and frequency. Interestingly, mPTP or NLCX blockers had no effect on Ca2+ pulsar 
spreading (Fig. 5D & Fig 6D), suggesting that mitochondrial Ca2+ efflux inhibition does not 
acutely alter mitochondria capacity to uptake Ca2+.  
The data from these Ca2+ imaging studies the involvement of mitochondria in the 
regulation of Ca2+ pulsars dynamics through control of local Ca2+ levels. However, such role 
requires proximity between the organelles and MEP, origin of Ca2+ pulsars. Subcellular 
distribution of mitochondria was then investigated by electron microscopy. Almost 50% of all 
mitochondria identified in a sample containing a MEP were found to be within 600 nm of the 
MEP cleft (Fig. 7). This suggests that mitochondria are heterogeneously distributed, with a 





Mitochondria is well-recognized as a major ATP source, but the impact of the 
organelle on intracellular Ca2+ signalling has been underestimated. Recently, the impact of 
mitochondria on Ca2+ dynamics have been reported in cardiomyocytes (Bowser et al., 1998; 
Boyman et al., 2014; Hohendanner et al., 2014) or pancreatic cells (Camello-Almaraz et al.,  
2006; Gustavsson et al., 2006; Petersen, 2012). Regulation of local Ca2+ signalling in 
endothelial cells by mitochondria has not been reported despite the substantial impact of 
spatially-restricted Ca2+ signals in ECs. Findings from this study are thus the first evidence of 
Ca2+ pulsars handling by mitochondria. On a mechanistic standpoint, mitochondria control of 
Ca2+ pulsars appear to be complex, involving different mechanisms with distinct impact on the 
Ca2+ oscillatory events. 
Ca2+ pulsars have been initially identified as IP3R-dependent Ca2+ oscillations within 
MEP (Ledoux et al., 2008) and subsequent studies also described identical Ca2+ events without 
explicitly naming them (Garland et al., 2017). These spontaneous Ca2+ releases could be 
modulated through regulation of IP3R. Indeed, CaMKII has been recently shown to inhibit 
Ca2+ pulsars through IP3R and Ca2+ content of the endoplasmic reticulum. However, this 
mechanism requires the activation of the kinase, which can occur upon Ca2+ pulsars 
stimulation. In such case, CaMKII would be involved in a negative feedback loop. Ca2+ 
pulsars being spontaneous, the stochasticity of the Ca2+ events must be under the control of 
other mechanisms. 
IP3R channels are activated by IP3 and Ca2+, the latest having both stimulatory and 
inhibitory influence on channel opening (Tu et al., 2005). Therefore, ER Ca2+ release can be 
modulated by modifying Ca2+ levels in vicinity of IP3R. Mitochondria have been proposed to 
play such role and tightly regulate local Ca2+ concentration, therein controlling IP3R release of 
Ca2+ (Qi et al., 2015). Mitochondria modulation of Ca2+ pulsars through the fine tuning of Ca2+ 
proximal to IP3R would necessitate a specific distribution of the organelle near MEP. Electron 
microscopy images reveals prominent clustering of MEP in the very short distance of MEP 
cleft. As such, mitochondria could limit Ca2+ pulsars propagation by physically interfering 
with Ca2+ diffusion, acting as a barrier (Johnson et al., 2003; Park et al., 2001). Accordingly, 
disruption of ΔΨm or inhibition of mitochondrial Ca2+ uptake resulted in larger Ca2+ pulsars 
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spreading. However, further analysis suggests that mitochondrial restriction of the Ca2+ 
diffusion is rather active. Indeed, anisotropy of the Ca2+ pulsars spread was not different in the 
presence or absence of FCCP (Suppl. Fig. 2), despite a greater area of the signal in the absence 
of functional mitochondria. This result supports the hypothesis that mitochondria is not 
physically impeding Ca2+ diffusion. Alternatively, mitochondria perfectly aligned with the 
shape of the Ca2+ pulsar dispersion could also lead to similar results of anisotropy. However, 
this hypothesis appears highly unlikely. 
 Ca2+ monitoring experiments also support an active role of mitochondria on the 
modulation of Ca2+ pulsars stochasticity. Modulation of mitochondrial Ca2+ influx and efflux 
had significant impact on Ca2+ pulsars. Stimulation of mitochondrial Ca2+ uptake or inhibiting 
its exit are expected to lead to a decrease in local Ca2+ levels. The lower Ca2+ pulsar frequency 
observed in such conditions suggests that mitochondria settle Ca2+ levels in IP3R neighbouring 
to manage its P0. Mitochondria would then dictate Ca2+ pulsars incidence and determine when 
and where a Ca2+ pulsar would be generated. The conditions promoting mitochondria-
dependent Ca2+ pulsars remain to be determined but might be linked to the subcellular 
structure. Indeed, MEP could also lead to association of unidentified partners modulating 
mitochondria function and/or Ca2+ transport. 
On the other hand, Ca2+ recapture by mitochondria seems to restrict propagation of the 
Ca2+ signal outside of MEP. This is essential to confinement of Ca2+ pulsars to MEP. 
Otherwise, Ca2+ pulsars might lead to transcellular Ca2+ waves and activate several Ca2+-
dependent pathways outside MEP. Spatial restriction of Ca2+ diffusion might very well be 
bidirectional. Although not evaluated in this study, mitochondria buffering capacity might also 






Summary and Conclusions 
In summary, mitochondria control local Ca2+ signals in native endothelium. Local 
signalling restricted to the MEP like Ca2+ pulsars were previously identified as the crux of 
endothelial control of smooth muscle contraction. Precisely located near the MEP mouth, 
mitochondria govern Ca2+ microenvironment allowing a fine tuning of the Ca2+ pulsar 
dynamics. The control enforced by mitochondria appears complex but Ca2+ uptake 
mechanisms restricts local oscillations to MEP whilst Ca2+ exit pathways modulate IP3R Po. 
Therefore, endothelial mitochondria are a Ca2+ hub, ruling Ca2+ pulsars and can thus regulate 
vascular tone. Alteration of mitochondrial function or subcellular localization would lead to 
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Fig.1 Ca2+ pulsar modulation by FCCP mitochondrial uncoupler 
(A) Typical field of view of Fluo-4 loaded endothelium from a mouse mesenteric artery. Red 
crosses are Regions of interest (ROIs) identifying Ca2+ pulsars active sites in all conditions. 
Blue crosses are ROIs identifying new Ca2+ pulsar sites induced by FCCP application. Scale = 
10 µm. (B) Time course of a typical experiment where the tissue was exposed to FCCP (2 µM) 
with presence of oligomycine A (1 µg/ml). Each color represents an individual Ca2+ pulsar site 
as illustrated in A. Fluorescence was recorded for 45 seconds (control) prior exposure to 
FCCP for a total of a continuous 4 minutes recording. Bar graph of Ca2+ pulsar active sites 
(C), Ca2+ pulsar frequency per active site (D) or Ca2+ pulsar frequency per active site 
according to their activity status in control condition (Grey: control; FCCP (A), red: sites 
active prior exposure to FCCP, FCCP (N), blue: sites where activity was only detected 
following exposure to FCCP) (E) (N = 6). T-test (C, D), ANOVA (E): *p< 0.05, **p< 0.01, † 
p< 0.001, ‡ p< 0.0001. 
Fig.2 Ca2+ pulsar spreading modulation by FCCP mitochondrial uncoupler 
(A) Typical spreading of a Ca2+ pulsar in the absence (control; a) or presence of FCCP (b) 
Scale = 3 µm. (B) Bar graph of Ca2+ pulsar spreading in the absence (black) or presence 
(white) of FCCP. (C) Bar graph where groups were defined according to their activity status in 
control condition (Grey: control; FCCP (A), red: sites active prior exposure to FCCP, FCCP 
(N), blue: sites where activity was only detected following exposure to FCCP) (N = 2; 
Control: n = 106, FCCP: n = 187). T-test (B), ANOVA (C): *p< 0.05, **p< 0.01, † p< 0.001, 
‡ p< 0.0001. 
 
Fig.3 Impact of mitochondrial calcium uniporter (mCU) inhibition on Ca2+ pulsar 
dynamics 
(A) Bar graph of Ca2+ pulsar active sites population in the absence (black) or presence (white) 
of the mCU inhibitor, Ru360 (2 µM; N = 4). (B) Bar graph of Ca2+ pulsar frequency per active 
sites in the absence (black) or presence (white) of Ru360 (N = 4). (C) Bar graph of Ca2+ pulsar 
spreading in the absence (black) or presence (white) of Ru360. (N = 3). (D) Bar graph of Ca2+ 
pulsar spreading in the absence (grey) or presence of Ru360 according to their activity status 
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in control condition (Ru360 (A), red: sites active prior exposure to Ru360, Ru360 (N), blue: 
sites where activity was only detected following exposure to Ru360) (N = 3; Control: n = 96, 
Ru360: n = 88). T-test (A, B, C), ANOVA (D): *p< 0.05, ‡ p< 0.0001. 
 
Fig.4 Impact of mitochondrial calcium uniporter (mCU) stimulation on Ca2+ pulsar 
dynamics 
(A) Bar graph of Ca2+ pulsar active sites population in the absence (black) or presence 
(white) of the mCU activator, kaempferol (kaempf; 10 µM; N = 6). (B) Bar graph of Ca2+ 
pulsar frequency per active sites in the absence (black) or presence (white) of kaempferol (N = 
6). (C) Bar graph of Ca2+ pulsar frequency per active site according to their activity status in 
control condition (Grey: control; Kaempf. (A), red: sites active prior exposure to kaempferol, 
Kaempf. (N), blue: sites where activity was only detected following exposure to kaempferol) 
(N = 6). (D) Bar graph of Ca2+ pulsar spreading in the absence (black) or presence (white) of 
kaempferol. (N = 2). (E) Bar graph of Ca2+ pulsar spreading in the absence (grey) or presence 
of Ru360 according to their activity status in control condition (Kaempf. (A), red: sites active 
prior exposure to kaempferol, Kaempf. (N), blue: sites where activity was only detected 
following exposure to kaempferol) (N = 2; Control: n = 58, Kaempf: n = 443). T-test (A, B, 
D), ANOVA (C, E): *p< 0.05, *** p< 0.005, ‡ p< 0.0001. 
 
Fig.5 Impact of mitochondrial permeability transition pore (mPTP) on Ca2+ pulsar 
dynamics 
(A) Bar graph of Ca2+ pulsar active sites population in the absence (black) or presence (white) 
of the mPTP inhibitor, cyclosporine A (CsA 1 µM; N = 4). (B) Bar graph of Ca2+ pulsar 
frequency per active sites in the absence (black) or presence (white) of CsA (N = 3). (C) Bar 
graph of Ca2+ pulsar frequency per active site according to their activity status in control 
condition (Grey: control; CsA (A), red: sites active prior exposure to CsA, CsA (N), blue: sites 
where activity was only detected following exposure to CsA) (N = 3). (D) Bar graph of Ca2+ 
pulsar spreading in the absence (black) or presence (white) of CsA. (N = 2; Control: n = 42, 





Fig.6 Impact of Na+/Ca2+ exchanger (NCX) on Ca2+ pulsar dynamics. 
(A) Bar graph of Ca2+ pulsar active sites population in the absence (black) or presence (white) 
of the NCX inhibitor, CGP37157 (CGP; 10 µM; N = 5). (B) Bar graph of Ca2+ pulsar 
frequency per active sites in the absence (black) or presence (white) of CGP37157 (N = 5). (C) 
Bar graph of Ca2+ pulsar frequency per active site according to their activity status in control 
condition (Grey: control; CGP (A), red: sites active prior exposure to CGP37157, CGP (N), 
blue: sites where activity was only detected following exposure to CGP37157) (N = 5). (D) 
Bar graph of Ca2+ pulsar spreading in the absence (black) or presence (white) of CGP. (N = 2; 
Control: n = 67, CGP: n = 339). T-test (A, B, D), ANOVA (C): *p< 0.05, ** p< 0.01. 
 
Fig.7 Electronic microscopy of mouse mesenteric arteries 
(A, Left panel) Typical view of an endothelial cell (scale: 2 µm) with a myoendothlial 
projection (MEP, within red square). (A, Right panel) Magnification of the MEP from the left 
(scale: 200 nm). (B) Peri MEP areas delimited in order to quantify subcellular mitochondrial 
distribution (area I: < 100 nm from the beginning of MEP; area II: between 100 and 300 nm 
and area III between 300 to 600 nm). EC, endothelial cell; SMC, smooth muscle cell; IEL, 
internal elastic lamina; MEP, myoendothelial projection; N, nucleus; M, mitochondrion. (C) 
Pie charts showing mitochondrial distribution in the cell according to the peri MEP areas 
defined in B (n = 7).  
 
Fig. Suppl. 1 Mitochondrial membrane potential alteration by FCCP uncoupler. 
(A) Typical field of view of tetramethylrhodamine, ethyl ester (TMRE) loaded 
endothelium from mouse mesenteric artery before (a) and after (b) FCCP (2µM + oligomycine 
A 1µg/ml) application. Scale = 10 µm. (B) Time course of TMRE fluorescence variation in 
presence of FCCP (2µM + oligomycine A 1µg/ml; red) or only with the laser (control; black). 
Each time point represents the mean value of fluorescence (F/F0) for all Regions of interest 
(ROIs) of the specific condition. (FCCP: N=5, n=52; Control: N=3, n=39). Two-way 






Fig. Suppl. 2. Analysis of eccentricity and anisotropy of Ca2+ pulsar spreading in the 
absence and presence of FCCP. 
(A) Typical field of view with a spontaneous Ca2+ pulsar illustrated as F/F0. (B) Binary 
mask of the calcium dispersion from the Ca2+ pulsar illustrated in A. (C) Bar graph 
illustrating mean eccentricity of Ca2+ pulsar spread calculated from binary masks in the 
absence (black, n = 99) and presence of FCCP (grey, n = 169). (D) Bar graph reporting 
mean anisotropy of Ca2+ dispersion from Ca2+ pulsars estimated from binary masks as in B 




































4.1 Sommaire du fondement de la thèse 
La PME constitue le seul site de contact entre les CEs et les CMLs de la paroi artérielle 
et elle est considérée comme étant un lieu de communication intime permettant un transfert de 
signaux efficace dans cette région précise. D’ailleurs, plusieurs composantes de l’EDHF sont 
concentrées dans la PME ce qui permet d’établir une corrélation entre l’importance de l’EDHF 
et l’incidence des PMEs dans les artères de résistances. L’EDHF inclut les canaux KCa qui sont 
présents à la membrane plasmique de la PME [196-198]. Ainsi, les signaux calciques présents 
dans la PME ont la capacité de moduler l’activité des canaux KCa influençant ainsi le potentiel 
membranaire endothéliale et par conséquent l’état contractile des CMLs. 
Les pulsars calciques ont initialement été décrits en 2008 par Ledoux et al., [197] 
comme étant une libération « spontanée » et oscillatoire de Ca2+ restreinte à la PME provenant 
des IP3Rs et possédant la capacité de moduler le potentiel membranaire endothéliale via 
l’activation des canaux KCa. Il est maintenant largement accepté qu’il existe un couplage 
fonctionnel entre (1) l’augmentation de Ca2+ dans les PMEs, (2) l’activation des canaux KCa et 
(3) la relaxation subséquente des CMLs sous-jacentes [197, 198, 276, 391]. Bien que l’effet 
fonctionnel de l’activation des KCa par les pulsars calciques soit largement décrit dans la 
littérature, peu d’informations sont disponibles concernant les mécanismes qui modulent les 
caractéristiques des pulsars calciques.  
Ainsi, le but premier de cette thèse était d’identifier physiologiquement des 
mécanismes pouvant être impliqués dans la régulation des pulsars calciques et pouvant avoir 
un impact significatif sur la fonction vasculaire.  
4.2 Sommaire des nouvelles découvertes  
Dans la première étude, nous avons ciblé une kinase, CaMKII, comme mécanisme 
régulateur potentiel des pulsars calciques. Nous avons tout d’abord rapporté que les 2 
isoformes de CaMKII localisées dans la PME (CaMKIIα et CaMKIIβ) présentent le potentiel 
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de s’hétéromériser par la technique d’hybridation in situ PLA. Nous avons également 
démontré que CaMKII contrôle le niveau d’activité des pulsars calciques, et ce, de façon 
basale. L’utilisation d’un inhibiteur de CaMKII (KN-93) engendre une augmentation de 
l’activité des pulsars calciques telle que rapportée par une augmentation importante du nombre 
de sites actifs de pulsars (sites actifs : corresponds à une fenestration dans la LEI qui présente 
au moins une oscillation calcique au cours de la période d’enregistrement). Cette 
augmentation de nombre de sites actifs, sans présence d’une modification de la fréquence de 
chaque site individuel, s’exprime par une augmentation du taux d’activité globale au sein d’un 
champ optique d’acquisition. Ce résultat suggère donc que CaMKII peut agir comme un 
interrupteur en maintenant certains sites dans un état d’inactivité. Les cibles potentielles de 
CaMKII au niveau du RE ont été étudiées à l’aide d’un protocole expérimental permettant 
d’évaluer le contenu en Ca2+ du RE dans diverses conditions. Ceci nous a permis de mettre en 
évidence (1) que CaMKII peut avoir un effet important sur le contenu en Ca2+ du RE et (2) 
que cet effet est médié par la relation CaMKII-IP3R. Finalement, nous avons démontré que les 
pulsars calciques résultent d’une libération de Ca2+ des IP3R1s et IP3R2s puisque le marquage 
d’IP3R3s est complètement absent des fenestrations de la LEI. Nous suggérons ainsi que 
CaMKII, suite à son activation par les pulsars calciques, se retrouve dans une boucle de 
rétroaction négative en régulant sa propre voie d’activation via les IP3Rs.  
Dans la deuxième étude, nous avons concentré notre intérêt sur un organite qui 
présentait un fort potentiel de régulation des pulsars calciques, soit la mitochondrie. Nous 
avons rapporté dans cette étude la présence d’une forte concentration de mitochondries 
endothéliales à l’embouchure des PMEs (i.e jusqu’à 600 nm de l’ouverture de la PME 
considérée à partir de la bordure de la fenestration de la LEI). Ceci positionne les 
mitochondries à un endroit de prédilection pour contrôler le Ca2+ dans ce microenvironnement 
que génère la PME. Plusieurs caractéristiques des pulsars calciques sont modifiées lors d’une 
altération de la Δψm suggérant que la mitochondrie est primordiale pour la détermination des 
caractéristiques des pulsars calciques en condition physiologique. La régulation par la 
mitochondrie est multifactorielle. Nous avons démontré que l’entrée de Ca2+ mitochondriale 
limite la propagation du pulsar calcique, alors que les mécanismes de sorties de Ca2+ de la 
mitochondrie modulent le niveau d’activité des pulsars (nombre de sites actifs de pulsars et la 
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fréquence de l’activité à chaque site). Considérant leurs rôles multifactoriels dans le contrôle 
des pulsars calciques, nous suggérons que les mitochondries sont importantes dans la fonction 
endothéliale. 
Ces deux études ont été effectuées sans stimulation pharmacologique des pulsars 
calciques. La régulation par CaMKII et la mitochondrie des pulsars calciques serait donc 
présente de façon basale signifiant que ces mécanismes contrôlent physiologiquement les 
pulsars calciques. 
4.3 CaMKII en hétéromultimère : favoriser une localisation 
optimale de l’enzyme  
 La localisation de l’enzyme par rapport à l’effecteur permet de favoriser une 
transmission de signal efficace. Le positionnement de CaMKII par rapport aux pulsars 
calciques est donc une information déterminante pour établir la relation entre ces deux 
partenaires potentiels. Par ailleurs, la littérature démontre que la localisation de CaMKII est 
influencée par la composition de chaque unité fonctionnelle [413, 418]. La présence de 
CaMKIIα et CaMKIIβ a été notée dans les fenestrations de la LEI suggérant la présence de 
ces deux isoformes dans la PME. Les isoformes α et β sont toutes deux recrutées au niveau de 
la PME suite à une stimulation des pulsars calciques par la PE [527] malgré que seul l’isforme 
β possède un domaine de liaison au cytosquelette (F-actine) [417, 418]. Ce mécanisme 
suggère que CaMKIIα pourrait être transloquée à la PME suite à la stimulation des pulsars 
calciques grâce à son hétéromérisation avec CaMKIIβ. 
Considérant la colocalisation de ces deux isoformes dans notre modèle d’étude, nous 
avons évalué la présence d’hétéromultimère de CaMKIIα et CaMKIIβ dans l’endothélium 
natif d’artères mésentériques de souris (Figure 2, étude 1).  Pour ce faire, nous avons tiré profit 
d’une technique de laboratoire novatrice disponible commercialement (hybridation in situ 
PLA; proximity ligation assay, Duolink©) qui offre l’avantage de détecter un signal 
fluorescent uniquement lors d’une proximité de <40 nm entre deux protéines cibles.  Cette 
technique est utilisée afin d’établir une colocalisation, la présence de complexe protéique ou 
l’hétéromérisation. Nous avons ainsi été en mesure d’obtenir un signal positif au sein de 
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l’endothélium natif entre CaMKIIα et CaMKIIβ suggérant la présence d’hétéromultimères 
dans notre préparation (Figure 3, étude 1). Notons que selon nos connaissances, ceci constitue 
la première évidence suggérant une hétéromérisation entre ces deux isoformes hors du système 
neuronal [412].  
Il est donc possible d’émettre l’hypothèse selon laquelle la translocation de CaMKIIα à 
la PME suite à la stimulation des pulsars calciques [527] résulte d’une hétéromérisation entre 
l’isoformes α et β. Ce recrutement de CaMKIIα/β dans la PME offre donc une localisation de 
choix à l’enzyme par rapport à sa source d’activation (i.e les pulsars calciques), mais 
également par rapport aux cibles qu’elle peut réguler dans cette structure telles que NOS-3. 
Afin d’évaluer plus spécifiquement cette hypothèse, des manipulations de biologie 
moléculaire permettant la suppression de CaMKIIα, CaMKIIβ ou supprimant le domaine de 
liaison à la F-actine de CaMKIIβ seraient nécessaires pour mettre en évidence l’importance de 
l’hétéromérisation pour la fonction de CaMKII dans la PME. Certaines études effectuées par 
le groupe de Brant E. Isakson ont suggéré qu’il est possible de maintenir « en culture » les 
artères ex vivo pour transfecter/infecter des constructions moléculaires [683, 684]. Cependant, 
le processus de culture d’artères ex vivo peut altérer significativement les mécanismes étudiés 
puisqu’il ne permet pas de combler les besoins individuels de chaque type cellulaire inclus 
dans la paroi vasculaire. Nous préférons donc exclure cette possibilité. Il n’y a pas 
présentement de modèles transgéniques animaux présentant une délétion pour un de ces gènes 
dans notre tissu d’intérêt (ou de façon globale dans l’animale). 
La technique du Duolink offre l’avantage considérable d’obtenir un signal fluorescent 
uniquement en condition de proximité entre les 2 cibles d’intérêts. Par contre, elle possède 
certaines limites telles que la difficulté à relier le signal fluorescent à une localisation 
cellulaire très précise. Brièvement, la sonde fluorescente de la trousse Duolink reconnait le 
produit d’amplification (s’apparentant à un produit de PCR) de la boucle de nucléotides créée 
par l’hybridation des queues d’oligonucléotides reliées aux anticorps secondaires qui sont 
complémentaires. Ainsi, la localisation ou la forme du signal fluorescent peut être légèrement 
déviée de la localisation initiale puisqu’elle correspond au produit d’amplification de la 
réaction moléculaire. L’impossibilité de relier la localisation des hétéromultimères avec les 
fenestrations de la LEI qui est autofluorescente constitue une limite de l’étude, bien que cette 
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limite n’affecte pas les conclusions obtenues en termes d’hétéromultimérisation suggérées par 
la technique de Duolink. Notons que les contrôles appropriés, notamment l’utilisation 
d’anticorps primaires dirigés contre des protéines n’ayant aucune interaction, ont été réalisés 
(contrôle négatif; Figure 3, étude 1). Lors de leur acquisition, les paramètres du microscope 
utilisé étaient identiques aux autres combinaisons testées avec cette technique dans le cadre de 
l’étude 1. 
4.4 CaMKII constitue un régulateur des pulsars calciques via les 
IP3Rs 
Considérant que les pulsars résultent de la libération du Ca2+ dans le RE, leurs 
dynamiques peuvent être gouvernées par 2 composantes majeures : le niveau d’activité du 
canal responsable de la libération du Ca2+, soit les IP3Rs, et la dynamique de recapture du Ca2+ 
par les pompes SERCA qui peuvent ainsi fournir le Ca2+ disponible pour les pulsars calciques. 
CaMKII a la capacité de moduler ces 2 composantes. En effet, la phosphorylation de l’IP3R2 
par CaMKII réduit d’environ 11 fois sa probabilité d’ouverture [495, 500]. CaMKII a donc un 
effet inhibiteur sur les IP3Rs en limitant la libération de Ca2+ par ce canal. Par ailleurs, la 
phosphorylation du PLB, la protéine régulatrice de cette pompe [491], ou de SERCA 
directement [493] favorise la recapture de Ca2+ vers le RE. Une accélération de la recapture du 
Ca2+ cytosolique pourrait avoir un effet stimulateur sur les pulsars soit (1) en déplaçant la 
concentration de Ca2+ libre cytosolique dans les gammes stimulant les IP3Rs  ou soit (2) en 
augmentant le Ca2+ dans le RE ce qui peut avoir 2 effets : favoriser les pulsars par une 
augmentation de la fuite de Ca2+ résultant en du CICR ou par une modification de la sensibilité 
de l’IP3R tel qu’exposé dans la section 1.3.1.1.1.   L’altération de la relation CaMKII-IP3R ou 
CaMKII-SERCA aurait donc des effets distincts sur les pulsars calciques. 
L’étude 1 avait pour but d’évaluer le rôle de CaMKII dans l’établissement des 
paramètres de base des pulsars calciques. Nous avons ainsi opté pour une évaluation du rôle de 
CaMKII via une inhibition de celle-ci en condition basale (i.e en absence de stimulation 
pharmacologique des pulsars calciques). Lors de cette étude, des artères mésentériques de 
souris transgéniques qui exprimaient constitutivement la sonde calcique GCaMP2 sous le 
promoteur de la Cx40 (Cx40(BAC)-GCaMP2) ont été utilisées [685]. Ceci permet d’obtenir 
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un signal fluorescent relatif au Ca2+ uniquement dans l’endothélium sans contamination de 
signal fluorescent provenant des CMLs sous-jacentes. Par microscopie confocale à haute 
vitesse, nous avons évalué l’effet de l’inhibition de CaMKII par le KN-93 sur les dynamiques 
des pulsars calciques. Nous avons opté pour le KN-93 comme outil pharmacologique puisqu’il 
est l’inhibiteur le plus communément utilisé pour inhiber CaMKII. La concentration de 10 µM 
permet dans notre préparation d’éliminer le marquage de CaMKII phosphorylée en T286 
(indicateur de l’état d’activation de CaMKII) tel qu’observé par immunofluorescence (Figure 
1, étude 1). Notons que les cibles secondaires du KN-93 identifiées jusqu’à présent dans la 
littérature (section 1.4.2.3) et qui constitue une limite importante à son utilisation dans certains 
types cellulaires ne sont pas présentes dans les CEs, bien qu’il soit impossible d’éliminer 
toutes possibilités d’effets non-spécifiques. Lors de l’étude des dynamiques des pulsars 
calciques, l’inhibition de CaMKII ne modifie pas le niveau d’activité à chaque site de pulsar 
individuel (en termes de fréquence), mais influence plutôt le nombre de sites présentant des 
pulsars de façon similaire à un interrupteur. En effet, il a été observé que l’inhibition de 
CaMKII engendre un recrutement de sites actifs de pulsars, une condition exacerbée lors d’une 
exposition prolongée au KN-93 (Figure 4, étude 1). Cette augmentation du nombre de sites qui 
présentent une fréquence fixe entre les conditions expérimentales se répercute par une 
augmentation de la fréquence totale de l’activité calcique au travers du champ optique 
d’acquisition. Ceci suggère qu’un plus grand nombre de PME peuvent présenter une activation 
des mécanismes dépendants du Ca2+ dans une condition où CaMKII est complètement 
inactivée. Ainsi, CaMKII pourrait être un élément primordial pour coordonner la vasomotion 
nécessitant une balance d’activation/inhibition des mécanismes modulant l’état contractile du 
muscle lisse présents dans la PME tels que les KCa. La vasomotion est la variation cyclique du 
diamètre des artérioles [686]. Une augmentation du Ca2+ intracellulaire endothéliale telle que 
celle produite par les pulsars calciques pourrait activer les voies de signalisation favorisant la 
relaxation des CMLs menant à une légère vasodilatation. Simultanément, les pulsars calciques 
augmentent au fil des oscillations l’activité de CaMKII qui inhibe subséquemment les IP3Rs 
permettant un retour à l’état partiellement contracté initiale et donc au début du cycle. 
Bien que l’étude des dynamiques des pulsars calciques nous ait permis de démontrer 
que CaMKII module l’état actif/inactif des sites de pulsar, il était nécessaire de raffiner notre 
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compréhension du mécanisme sous-jacent en déterminant la cible d’action de CaMKII au sein 
de l’endothélium natif. Pour ce faire, nous avons conçu un protocole expérimental qui permet 
de comparer le contenu en Ca2+ du RE dans diverses conditions à l’aide de la sonde calcique 
Fluo-4. Avec ce protocole, nous avons initialement démontré que l’inhibition de CaMKII 
engendre une chute drastique du contenu en Ca2+ du RE lorsque ce dernier est libéré par 
l’ajout d’un ionophore calcique (i.e ionomycine) en absence de Ca2+ extracellulaire (i.e pour 
éliminer une augmentation de la fluorescence due à une entrée de Ca2+ induite par 
l’ionophore). L’obtention de ce résultat met tout d’abord en évidence le fait que CaMKII est 
un élément primordial pour le maintien en Ca2+ du RE. En modifiant légèrement ce protocole, 
il est possible de déterminer sur quelle cible CaMKII agit au niveau du RE. La prémisse 
derrière ce protocole modifié est la suivante : CaMKII peut directement influencer le contenu 
en Ca2+ du RE via 2 voies : (1) les IP3Rs ou (2) le complexe SERCA/PLB. Ces deux 
possibilités ont été évaluées en isolant individuellement l’effet de CaMKII sur chacune d’entre 
elles. Pour ce faire, on s’assure que CaMKII ne puisse moduler qu’une  seule voie à la fois en 
inhibant pharmacologiquement la deuxième voie potentielle. Ainsi, si une différence est 
observée au niveau du contenu en Ca2+ du RE entre la condition où CaMKII est fonctionnelle 
et où CaMKII est inhibée, ceci signifie que CaMKII peut réguler le contenu en Ca2+ du RE via 
le mécanisme n’ayant pas été volontairement inhibé par un agent pharmacologique lors de ce 
protocole expérimental. Plus précisément, dans la possibilité où CaMKII régulerait 
négativement les IP3Rs, en condition d’inhibition de SERCA, on pourrait s’attendre à 
percevoir une réduction du contenu en Ca2+ du RE lorsque CaMKII est inhibée par rapport à la 
condition contrôle. L’inhibition de CaMKII engendrait un recrutement de sites actifs de 
pulsars ce qui engendrerait une déplétion plus rapide du RE en Ca2+ dans cette condition 
comparativement à la condition contrôle où CaMKII est fonctionnelle. Inversement, dans le 
cas où CaMKII stimulerait plutôt la recapture de Ca2+ par la pompe SERCA, en condition 
d’inhibition des IP3Rs, on pourrait s’attendre à un contenu en Ca2+ du RE diminué en présence 
d’une inhibition de CaMKII. L’inhibition de CaMKII réduirait la vitesse de recapture de la 
pompe se traduisant par un contenu en Ca2+ du RE plus faible comparativement à la condition 
contrôle où CaMKII est fonctionnelle. 
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D’après les résultats obtenus, CaMKII agit au niveau du RE uniquement via la voie des 
IP3R puisque qu’aucune différence au niveau du contenu en Ca2+ du RE n’est perceptible lors 
des expériences évaluant le rôle de CaMKII sur les SERCA. Comparativement, une réduction 
importante du contenu du RE est observée lors du protocole évaluant le rôle de CaMKII sur 
les IP3Rs, une différence qui s’apparente fortement à la condition de base où uniquement 
CaMKII est inhibée sans agir sur aucune cible potentielle (Figure 6, étude 1). Ces résultats 
suggèrent que CaMKII régule le nombre de sites actifs de pulsars tel un interrupteur via son 
action sur les IP3Rs. CaMKII est un élément déterminant dans le maintien du contenu du RE 
en Ca2+ puisque l’inhibition de CaMKII engendre une chute drastique de la quantité de Ca2+  
du RE.  
Peu d’études concernant le rôle de CaMKII dans les dynamiques calciques 
endothéliales ont été publiées. Toutefois, des études effectuées par Aromolaran et al., [377, 
536] suggèrent que CaMKII contrôle les dynamiques calciques intracellulaires via la voie des 
IP3R. Aromolaran et al., [377, 536] ont démontré que l’application de KN-93 sur des BAECs 
en culture et ce, sans aucune stimulation supplémentaire, génére à lui seul un signal calcique 
intracellulaire transitoire. Ce signal est considérablement affecté lors de l’ajout d’un inhibiteur 
des IP3Rs (2-APB). En concordance avec les résultats de la présente étude, des résultats 
suggèrent que CaMKII peut réguler les IP3Rs endothéliaux. Il est tout de même important de 
noter qu’au niveau technique, les variations intracellulaires de Ca2+ induites par l’ajout de KN-
93 lors des études d’Aromolaran et al., [377, 536] ont été évaluées sous un aspect global au 
sein de la cellule en culture. Il était ainsi impossible de relier CaMKII à une dynamique 
intracellulaire précise et locale qui survient de façon basale telle que nous l’avons fait lors de 
notre première étude.  
Nos études précédentes ont permis d’évaluer le niveau d’activation de CaMKII dans la 
PME dans la pathologie d’HA [527]. Cette condition pathologique a été privilégiée puisque les 
voies de signalisation étudiées ont un impact sur la régulation du tonus vasculaire. Une 
augmentation de la forme active de CaMKII au niveau des fenestrations de la LEI de souris 
hypertendues a été notée. De prime abord, si l’on intègre à cette information nos résultats 
récents, il est attendu qu’une activation de CaMKII mène à une réduction des pulsars calciques 
puisque CaMKII présente un effet inhibiteur sur les pulsars calciques. Toutefois, une 
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augmentation des pulsars calciques a été mesurée dans le modèle pathologique. Bien que cela 
n’a pas été évalué dans le cadre de cette thèse, ces résultats suggérèrent fortement que la 
boucle de rétroaction CaMKII-pulsars est altérée en HA. Cette altération serait favorable pour 
l’organisme en HA puisque la perte de cette rétroaction permet une augmentation de 
l’activation des mécanismes dans la PME dépendants du Ca2+ qui induisent la relaxation des 
CML.  
Ainsi, la capacité de CaMKII à réguler une signalisation calcique oscillatoire au sein de 
l’endothélium natif constitue un des aspects novateurs de cette thèse. De plus, considérant que 
les travaux précédents du laboratoire ont démontré que CaMKII est activée par cette 
signalisation calcique, les nouveaux résultats suggèrent fortement que CaMKII fait partie 
d’une boucle de rétroaction négative afin de contrôler sa propre voie d’activation. Il est tout de 
même important de souligner que puisque CaMKII est activée par le Ca2+, elle pourrait 
également être activée dans la PME par les autres voies de signalisation calciques ayant 
également été identifiées dans cette structure comme l’entrée de Ca2+ via les TPRV4 [391]. 
Cette voie pourrait être intéressante à étudier en pathologie puisqu’une altération des TRPV4 
sparklets a été notée en HA pulmonaire [393], bien qu’il soit possible de se questionner sur 
l’aptitude de signaux calciques avec une aussi faible amplitude à activer CaMKII.  
4.5  Les pulsars calciques découlent des isoformes d’IP3R associés 
aux signaux calciques oscillatoires  
Les pulsars calciques ont été décrits comme étant une signalisation calcique résultant 
des IP3Rs [197]. Les IP3Rs sont exprimés sous 3 différentes isoformes qui ont été associées à 
différents types de patron de signal calcique dû à leurs différentes propriétés 
pharmacologiques [298]. Par exemple, des cellules lymphoblastiques exprimant uniquement 
IP3R2 présentent des oscillations calciques maintenues suite à une stimulation des voies de 
signalisation activant la production d’IP3 [283]. Il a d’ailleurs été suggéré qu’au niveau des 
myocytes vasculaires, la présence de l’IP3R2 est essentielle pour la présence d’oscillations 
calciques induites par l’ACh [687]. Ainsi, il est tentant d’imaginer que les pulsars calciques 
peuvent résulter d’une libération de Ca2+ provenant des IP3R2s, d’autant plus que cette 
isoforme constitue l’isoforme dont la régulation par CaMKII a été démontrée [495]. Cet aspect 
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a donc été évalué lors de notre étude par immunofluorescence afin de raffiner la 
caractérisation des pulsars calciques endothéliaux d’artères mésentériques de souris. Nous 
avons détecté la présence de l’IP3R1 et l’IP3R2 au sein des fenestrations de la LEI. Pour sa 
part, l’IP3R3 semble complètement exclu de cette structure étant plutôt détectée en périphérie 
des fenestrations. Il est important de noter que les 3 types d’IP3R présentent une distribution 
homogène dans le reste du cytoplasme (Figure 8, étude 1). Il pourrait être suggéré que la 
présence de l’IP3R3 à la sortie de la PME favorise l’arrêt de la propagation du signal 
oscillatoire. Cette hypothèse repose sur les différences de sensibilité à l’IP3 et au Ca2+ des 
diverses isoformes [2, 282]. La propagation du signal calcique par les IP3Rs repose sur la 
capacité du Ca2+ libéré par un IP3R à stimuler la libération de Ca2+ du IP3R adjacent. Pour une 
même condition donnée qui favoriserait l’ouverture d’IP3R1 et l’IP3R2 et donc la libération de 
Ca2+ dans la PME, l’IP3R3 serait dans une condition moins favorable au maintien de son 
ouverture puisqu’il est rapidement inhibé par le Ca2+. Ainsi, lorsque le mécanisme de CICR 
qui origine de la PME atteint l’embouchure de la PME, la présence de l’IP3R3 localisé en 
périphérie pourrait limiter la capacité du Ca2+ à induire la libération de Ca2+ ce qui favoriserait 
l’arrêt de la réaction en chaine de libération de Ca2+ et la limitation de la dispersion du signal 
calcique. En d’autres mots, la distribution des IP3Rs est un facteur à considérer dans 
l’établissement des caractéristiques oscillatoires et restrictives des pulsars calciques dans cette 
structure anatomique puisque ceux-ci peuvent façonner le patron des dynamiques calciques. 
Toutefois, pour les raisons énoncées en section 4.3 concernant la manipulation de l’expression 
protéique dans notre modèle d’étude, il a été impossible d’évaluer l’effet de chaque isoforme 
distincte sur la dynamique des pulsars calciques. Une étude de colocalisation utilisant la 
technique Duolink a permis d’évaluer la relation entre CaMKII et les différentes isoformes des 
IP3Rs dans notre préparation expérimentale. Un signal positif a été observé pour l’ensemble 
des combinaisons entre CaMKIIα et les 3 isoformes d’IP3R (Figure 7, étude 1). Selon les 
données de la littérature, une relation préférentielle entre CaMKII et l’IP3R2 était attendue 
[500]. Sa proximité avec les IP3R1 ou IP3R3 pourrait suggéré qu’elle est sensible aux Ca2+ 
libéré par l’ensemble des isoformes ou qu’elle est associée à une régulation de ces autres 
isoformes dans d’autres contextes cellulaires, bien qu’uniquement les pulsars calciques 
semblent modifiés lorsque CaMKII est inhibée (donnée non-présentée dans l’étude 1). 
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Une caractérisation partielle des IP3Rs exprimés dans l’endothélium natif avait été 
effectuée au niveau des artères du muscle crémaster de hamster [276]. C’est également dans ce 
modèle qu’ont été caractérisés les Ca2+ wavelets, une signalisation calcique fortement 
similaire aux pulsars calciques. Les auteurs ont évalué la localisation d’IP3R1 et IP3R2 dans 
leur préparation. Ils ont démontré que l’isoforme 1 des IP3Rs est observée entre les deux types 
cellulaires de la paroi vasculaire (i.e à l’intérieur de la portion correspondant à la LEI). Ce 
patron est beaucoup plus fréquemment observé pour l’isoforme 1 que l’isoforme 2 de l’IP3R 
suggérant ainsi que les Ca2+ wavelets seraient la résultante d’une libération de Ca2+ via les 
IP3R1s. La localisation d’IP3R3 n’avait pas été évaluée lors de cette étude [276]. Il est possible 
de recréer un modèle alternatif de PMEs en culture cellulaire. Ce modèle repose sur la mise en 
culture de CEs et de CMLs de part et d’autre d’une membrane de polyester munie de 
perforations (une homologie aux fenestrations de la LEI; disponible commercialement). Ce 
montage permet d’isoler chaque composante cellulaire avec son propre milieu de culture. Les 
deux types cellulaires vont générer des extensions cellulaires présentant plusieurs similarités 
avec les PMEs natives au niveau des perforations de la membrane de polyester. Il a été 
démontré que la portion endothéliale de ces PMEs artificiellement recrées au niveau des 
perforations de la membrane présente uniquement l’expression d’IP3R1 [382]. Les cellules 
utilisées dans le cadre de cette étude ont été isolées à partir d’artères du muscle crémaster de 
hamster, tout comme l’étude précédente utilisant les artères entières [276]. Par contre, aucune 
information n’est disponible concernant les dynamiques calciques au sein des PMEs recrées 
dans ce modèle de co-culture puisque les études de dynamiques calciques étaient plutôt de 
nature globale [71, 382].  
4.6 Microdomaine calcique : positionnement stratégique de la 
mitochondrie dans l’endothélium 
La notion de microdomaine est fortement reliée au concept de localisation et de 
proximité des différents effecteurs [381]. Dans le cadre des microdomaines calciques, les 
cinétiques de ces derniers sont fondamentalement dépendantes de 2 composantes bien quelles 
ne soient pas exhaustives : (1) les cinétiques de libération/entrée de Ca2+ menant à 
l’augmentation de Ca2+ intracellulaire et (2) les cinétiques de cessation/recapture/extrusion du 
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Ca2+ afin de rétablir le niveau intracellulaire de Ca2+ au niveau basal. Dans cette perspective, 
le niveau de proximité entre ces différentes composantes contrôle l'aspect (durée, amplitude, 
fréquence, propagation) des signaux calciques intracellulaires résultants. La PME constitue un 
microdomaine calcique où cohabitent signal calcique et mécanisme dépendant du Ca2+ [42, 
43]. Cependant, peu d’informations permettaient d’expliquer jusqu’à ce jour la restriction du 
signal à la PME. Ainsi, il est possible d’émettre l’hypothèse selon laquelle que les mécanismes 
régulant la fin du signal,  i.e l’arrêt de la libération de Ca2+ ou la recapture du Ca2+, doivent 
être fortement impliqués dans cette restriction du Ca2+ à la PME. Afin d’expliquer ce qui 
limite la dispersion du signal des pulsars calciques à l’ensemble de la cellule, nous avons 
cherché dans la littérature des mécanismes pouvant remplir ce rôle dans d’autres types 
cellulaires. Nous avons ainsi ciblé la mitochondrie qui agit telle une barrière en permettant de 
circonscrire le signal calcique dans une région précise de la cellule [622, 674]. La perspective 
d’observer un rôle similaire dans l’endothélium était très attrayante dans le contexte de la 
caractérisation des pulsars calciques. 
 La localisation de la mitochondrie peut jouer un rôle dans la régulation des fonctions 
cellulaires via sa capacité à produire de l’ATP ou en contrôlant les niveaux de Ca2+ 
intracellulaire [561, 594, 624]. Il a été rapporté que la proximité des mitochondries des sources 
de Ca2+ lui permet d’intégrer rapidement et finement ce second messager intracellulaire afin de 
répondre aux besoins énergétiques [646]. Des recherches ont permis de démontrer que les 
oscillations calciques intracellulaires corrélaient avec les oscillations calciques 
mitochondriales suggérant que les mitochondries agit à titre de senseur de Ca2+ intracellulaire 
en présentant un patron de signaux calciques intramitochondriaux correspondant au patron de 
signaux calciques intracellulaires [621]. La proximité entre les IP3Rs du RE et le complexe 
VDAC-mCU de la mitochondrie permet ainsi un transfert efficace des signaux calciques d’un 
organite à l’autre [668]. Ainsi, une délocalisation des mitochondries par rapport aux IP3Rs 
pourrait résulter en une modification des dynamiques de recapture de Ca2+ intracellulaire (i.e 
des transients calciques intracellulaires prolongés suite à une incapacité de recapter le Ca2+ 
rapidement). Une altération subséquente de la fonction mitochondriale pourrait être observée 
et à un plus large degré, une dysfonction cellulaire pourrait être engendrée par une 
suractivation des mécanismes cellulaires dépendants du Ca2+.  
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La mitochondrie ne semble pas être la principale source d’énergie pour l’endothélium 
puisque la glycolyse semble fournir l’apport majeur en ATP dans ce type cellulaire [548]. Par 
contre, la mitochondrie pourrait jouer un rôle de modulateur des microdomaines calciques. 
Nous avons rapporté que la mitochondrie est un tampon important de Ca2+ [550]. Elle peut 
recapter et emmagasiner rapidement d’importantes quantités de Ca2+ ce qui lui permet d’être 
en 2e position à titre de réserve calcique intracellulaire tel que démontré au sein de CEs en 
culture [264]. Sa capacité à compartimenter le Ca2+ dans les cellules du pancréas [552] 
constitue l’un des fondements de la deuxième étude. Il était ainsi primordial d’établir la 
localisation des mitochondries par rapport à la PME. Pour ce faire, nous avons privilégié une 
approche par microscopie électronique. Cette approche nous permettait d’obtenir une très 
haute résolution de la structure de la PME suite à des coupes transversales d’artères 
mésentériques de souris bien qu’elle soit une évaluation statique de la disposition des 
mitochondries sur des artères fixées et ayant subit une coupe transversale. Une localisation 
préférentielle des mitochondries tout juste en face de la PME a été observée. En effet, une 
quantification nous a permis d’établir que près de 50% des mitochondries observées pour une 
coupe contenant une PME étaient localisées à l’embouchure de la PME (i.e <600 nm). Ce 
positionnement constitue une localisation de choix pour limiter la dispersion du Ca2+ de la 
PME en recaptant ce dernier avant sa propagation dans l’ensemble de la cellule (Figure 7, 
étude 2). Il est d’ailleurs suggéré que ces oscillations calciques tel que les pulsars calciques ont 
un plus haut potentiel de recrutement de la mitochondrie (via son mécanisme d’immobilisation 
dépendant du Ca2+) que les augmentations intracellulaires transitoires monophasiques [579]. 
Ainsi, les résultats que nous avons obtenus concernant la localisation préférentielle des 
mitochondries face à la PME et les informations de la littérature nous apportent à nous 
questionner sur la capacité des pulsars calciques à moduler la mobilité mitochondriale et 
immobiliser les mitochondries à l’embouchure. Une augmentation des oscillations (i.e des 
pulsars calciques) pourrait favoriser l’arrêt des mitochondries à long terme face à la PME ce 
qui permettrait de contrôler ces oscillations et s’assurer d’une restriction du signal calcique à 
la PME. Il pourrait être suggéré qu’une diminution des oscillations permet aux mitochondries 
de se déplacer à nouveau dans la cellule. Ainsi, une dysfonction au niveau du mécanisme de 
motilité mitochondriale (Ex. une mutation dans l’appareil permettant le déplacement de la 
mitochondrie sur les microtubules, une mutation dans la protéine fournissant au mécanisme de 
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motilité la dépendance au Ca2+) ou une altération du réseau de microtubules en lui-même 
pourrait influencer les dynamiques intracellulaires qu’elle contrôle par son incapacité à 
adapter sa localisation aux signaux calciques. Inversement, une modification de la localisation 
de la mitochondrie par rapport à la PME pourrait influencer l’effet de la mitochondrie sur les 
pulsars calciques. Si la mitochondrie est près des IP3Rs à l’embouchure de la PME, la sortie de 
Ca2+ provenant de la mitochondrie peut maintenir le IP3R dans un état d’inhibition puisque les 
récepteurs seraient positionnés au départ du gradient de Ca2+ généré par la sortie de Ca2+ de la 
mitochondrie. Par contre, si la mitochondrie n’est pas directement localisée face à la PME, 
l’IP3R pourrait se situer dans la portion du gradient de concentration en Ca2+ généré par la 
sortie de Ca2+ de la mitochondrie qui favorise plutôt son activation. Ceci permet de mettre en 
relief l’importance de la localisation de la mitochondrie par rapport à la PME afin de contrôler 
les pulsars calciques qui s’y retrouvent tel qu’il sera décrit dans la section 4.7. 
Différentes approches ont été utilisées dans le but d’étudier la capacité de recrutement 
des mitochondries par les pulsars calciques de façon dynamique puisque la microscopie 
électronique constitue un résultat statique. En effet, certaines molécules fluorescentes 
disponibles commercialement permettent de marquer les mitochondries («mitotracker») [688] 
et permettrait de visualiser le déplacement des mitochondries dans notre préparation artérielle 
(artère ouverte longitudinalement en mode en face). Il aurait ainsi été intéressant d’établir une 
corrélation entre le niveau d’activité des pulsars calciques et la localisation mitochondriale. 
Par contre, plusieurs marqueurs de mitochondries utilisées dans notre préparation résultent en 
un marquage important des mitochondries des CMLs de la paroi vasculaire ce qui limite la 
visualisation adéquate des mitochondries dans l’endothélium. De plus, l’utilisation de certains 
de ces marqueurs mitochondriaux en combinaison avec le marqueur de Ca2+ optimisé au 
laboratoire aurait rendu ce type d’expérience difficilement réalisable dans nos conditions 
expérimentales dû à l’impossibilité d’utiliser simultanément 2 marqueurs fluorescents qui 
requiert les mêmes longueurs d’onde d’excitation et qui génère les mêmes longueurs d’onde 
d’émission. Notons également que notre système d’acquisition de microscopie à disques 
rotatifs («spining disks») ne permet pas l’acquisition dans les deux longueurs d’onde distinctes 
de façon simultanée (ou quasi simultanée) et que le temps requis par le système de 
microscopie pour passer d’un filtre à l’autre pourrait engendrer une perte d’informations des 
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pulsars calciques qui présentent des cinétiques rapides [258]. Finalement, bien que certains 
groupes de recherche ont développé des outils techniques, des algorithmes et des logiciels 
permettant d’évaluer les cinétiques de déplacement des mitochondries ou de quantifier le 
transport mitochondrial [568, 689, 690], ces algorithmes ou logiciels ne sont pas adaptés à nos 
conditions expérimentales (Ex. système d’acquisition, type d’échantillon, limitations dues à la 
structure artérielle, mouvement de la préparation induit par la contraction du muscle lisse de la 
paroi) ce qui aurait rendu l’évaluation d’une corrélation motilité mitochondriale/pulsar 
calcique très fastidieuse. L’ensemble de ces facteurs a rendu impossible l’exploration de cette 
question bien qu’elle ait été d’intérêt. Ces expériences constituent des objectifs à long terme 
pour ce projet et ils seront étudiés dès que les outils appropriés seront disponibles ou 
développés. 
4.7 La modulation des pulsars calciques par la mitochondrie est 
multifactorielle  
Les pulsars calciques proviennent des IP3Rs. Les IP3Rs possèdent une dynamique 
d’activation/déactivation complexe et ils sont modulés par plusieurs facteurs dont le Ca2+ qui 
constitue un élément critique de cette régulation [285, 289, 291, 292]. Le milieu intracellulaire 
est un environnement dynamique où l’ensemble de ces facteurs varie constamment de façon 
spatiotemporelle et où la distribution/regroupement des récepteurs peut fortement influencer 
l’aspect du signal calcique résultant. Par ailleurs, plusieurs études ont montré qu’une altération 
de la fonction mitochondriale par des moyens pharmacologiques engendre une modification 
des dynamiques calciques intracellulaires, que ce soit suite à une altération de la Δψm  par 
l’utilisation de découpleurs mitochondriaux [622, 674, 675], une inhibition spécifique de la 
recapture de Ca2+ par la mitochondrie [676] ou par une inhibition de la sortie de Ca2+ de la 
mitochondrie [680], et ce dans divers types cellulaires. Ainsi, considérant que la mitochondrie 
module les dynamiques calciques intracellulaires, que le Ca2+ constitue un élément 
fondamental dans la régulation des IP3Rs et considérant que la mitochondrie est localisée à un 
endroit favorable pour moduler le Ca2+ dans la PME, il était intéressant d’évaluer si la 
mitochondrie influence les dynamiques des pulsars calciques.  
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Nous avons débuté cette étude par une approche globale où les mécanismes de 
transport du Ca2+ mitochondrial sont affectés par l’utilisation d’un découpleur mitochondrial 
résultant en une mitochondrie non fonctionnelle (i.e perte du potentiel membranaire tel 
qu’évalué par un marquage de TMRE; Figure Suppl. 1, étude 2). Dans cette condition, une 
augmentation du nombre de sites présentant des pulsars calciques comparativement à la 
condition témoin a été constatée (Figure 1, étude 2). Ce résultat suggère que la mitochondrie 
maintient dans l’inactivité certains sites qui possèdent les composantes structurelles et 
protéiques pour générer des pulsars calciques, mais dont les conditions environnementales 
semblent défavorables au déclenchement d’évènements calciques. Cet effet est également 
obtenu lorsque l’on inhibe spécifiquement les mécanismes de sortie du Ca2+ mitochondrial 
(Figure 5 et 6, étude 2) ou lorsque stimule l’entrée de Ca2+ dans la mitochondrie (Figure 4, 
étude 2). D’après ces résultats, il est possible d’émettre l’hypothèse que dans ces 2 conditions 
expérimentales, les évènements calciques sont déclenchés suite à un déplacement de la gamme 
de concentrations de Ca2+ cytosolique inhibant les l’IP3Rs près de la PME à une gamme de 
concentrations qui stimule la libération de Ca2+ par les IP3Rs de la PME. Cependant, cette 
hypothèse est difficile à vérifier puisqu’il serait nécessaire de mesurer le niveau d’activité 
individuelle des IP3Rs (Ex. conductance, probabilité d’ouverture) ainsi que de quantifier 
précisément les variations de concentrations de Ca2+ libre à proximité du site activateur et 
inhibiteur de l’IP3R suite à ces altérations mitochondriales. Bien qu’une augmentation du 
nombre de sites actifs soit notée dans les 2 conditions rapportées ci-haut, il est important de 
mettre en relief que l’activité à chacun de ces sites est pour sa part réduite. De façon 
intéressante, les sites précédemment inactifs présentent en générale une fréquence de pulsars 
calciques encore plus faible que les sites qui présentaient déjà une activité (Figure 4, 5 et 6, 
étude 2). De ces résultats, il est possible de conclure que: (1) la mitochondrie permet de 
maintenir des sites potentiels de pulsars dans un état d’inactivité; (2) la mitochondrie est 
déterminante pour la fréquence des pulsars puisqu’une altération pharmacologique de ses 
mécanismes modifie la fréquence des pulsars ; (3) les sites de pulsars qui étaient actifs en 
condition témoin ou qui sont recrutés par la drogue doivent présenter des caractéristiques 
distinctes puisque leurs fréquences sont significativement différentes pour une même 
condition pharmacologique. Les résultats obtenus en altérant la fonction mitochondriale sur le 
niveau d’activité des pulsars soulève la question concernant l’effet du positionnement de la 
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mitochondrie par rapport à la PME puisque ceci pourrait affecter les mécanismes 
d’activation/déactivation des IP3Rs en fonction de la localisation des IP3Rs dans le gradient de 
diffusion du Ca2+ provenant de la mitochondrie. Il a entre autres été montré que les régions 
présentant une densité importante de mitochondries présentent moins de Ca2+ puffs au sein de 
l’oocyte de Xenopus suggérant que la mitochondrie inhibe de l’activité calcique dans ce 
modèle [678]. De ce fait, des études permettant d’établir une corrélation entre la densité 
mitochondriale d’une PME et le niveau d’activité calcique dans cette même PME aurait 
permis de répondre à cette question. En dépit des limitations concernant la difficulté de 
corréler la densité mitochondriale avec le niveau d’activité calcique dans une PME donnée, les 
résultats obtenus suggèrent fortement que la mitochondrie peut contrôler localement le niveau 
de Ca2+ dans la PME de façon à maintenir inactif les pulsars calciques. Par ailleurs, la 
fréquence plus faible des pulsars calciques lors d’une altération des mécanismes de sorties de 
Ca2+ de la mitochondrie pourrait être expliquée par l’interruption de l’échange de Ca2+ 
mitochondrie-RE ce qui réduit le Ca2+ disponible pour la libération par les IP3Rs du RE. Il est 
également possible d’émettre l’hypothèse que la localisation préférentielle de la mitochondrie 
face à la PME permet d’augmenter localement la concentration de Ca2+ du RE de la PME. 
Cette hypothèse sous-tend la présence d’une hétérogénéité en termes de concentration de Ca2+ 
dans le RE [271]. Ainsi, il aurait été intéressant d’une part de déterminer si la localisation de la 
mitochondrie influence les concentrations de Ca2+ intraréticulum dans l’endothélium et d’autre 
part d’évaluer si altérer les mouvements de Ca2+ de la mitochondrie (Ex. lors d’une inhibition 
des mécanismes de sorties de Ca2+ mitochondriale) affecte la distribution du Ca2+ 
intrareticulum particulièrement au niveau du RE de la PME. Cette question serait d’autant plus 
intéressante à évaluer qu’il est suggéré que la concentration de Ca2+ intraréticulum peut 
stimuler l’activité des IP3Rs lorsque qu’elle atteint un certain seuil tel que suggéré dans les 
hépatocytes [294].  
Tel que mentionné à de multiples reprises, la mitochondrie peut compartimenter le 
Ca2+ cytosolique en limitant la dispersion d’un signal calcique à certaines régions de la cellule. 
Un des paramètres analysés lors de l’étude 2 a donc été la capacité de la mitochondrie à 
restreindre la dispersion des pulsars calciques. En présence de FCCP qui induit une 
mitochondrie non-fonctionnelle par la perte de son potentiel membranaire, des pulsars 
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calciques de plus grande superficie d’environ 25% sont observées. Les pulsars calciques 
provenant des sites recrutés lors de l’ajout du FCCP présente une superficie de 60% plus 
grande que ceux observés en condition contrôle (Figure 2, étude 2). Ces résultats suggèrent 
que les sites maintenus inactifs par les mitochondries présentent la capacité de générer des 
évènements de plus grande envergure que les sites précédemment actifs et il serait intéressant 
de caractériser ces deux populations de sites afin d’établir quelle composante pourrait 
expliquer cette différence (Ex. position de la mitochondrie par rapport à la PME, distribution 
des IP3Rs, présence de protéines régulatrices dans la PME, présence de protéines tampon dans 
la PME, contenu en Ca2+ du RE présent dans la PME). Lorsque l’on module individuellement 
l’entrée et la sortie de Ca2+ de la mitochondrie par divers traitements pharmacologiques, seul 
l’altération des dynamiques de recapture de Ca2+ modifie la superficie couverte par le pulsar 
calcique. Une inhibition du mCU génère des pulsars calciques qui couvrent une plus grande 
surface (Figure 3, étude 2). À l’opposé, une stimulation de l’activité du mCU engendre des 
pulsars calciques qui couvrent une plus petite surface (Figure 4, étude 2). Ces résultats 
appuient notre hypothèse selon laquelle la mitochondrie peut limiter la dispersion du signal 
calcique dans l’espace en agissant telle une barrière. La notion de barrière mitochondriale 
inclut deux composantes. La première composante est une barrière à titre d’obstacle physique 
qui obstrue le passage du Ca2. La deuxième composante est une barrière à titre de tampon en 
captant le Ca2+ afin de limiter sa dispersion dans la cellule. La composante tampon est évaluée 
lorsque l’on altère la fonction mitochondriale ce qui limite la capacité de la mitochondrie à 
capter le Ca2+. Dans cette condition, la mitochondrie est toujours en place pour exercer son 
rôle de barrière physique sur les pulsars calciques. Une délocalisation de la mitochondrie 
fonctionnelle permettrait de déterminer si la mitochondrie est une barrière physique à la 
dispersion du Ca2+ issu des pulsars calciques. Les résultats de nos travaux fournissent toutefois 
des évidences suggérant que l’impact de la mitochondrie sur la propagation du pulsar calcique 
n’est pas principalement à titre de barrière physique. Par exemple, l’analyse approfondie de la 
dispersion du pulsar calcique en absence et en présence d’un découpleur de la mitochondrie 
nous suggère que la mitochondrie ne présente pas un obstacle physique prépondérant. En effet, 
l’anisotropie de la surface couverte par un pulsar n’est pas significativement différente que la 
mitochondrie soit fonctionnelle ou non. En d’autres termes, lorsque l’on limite la capacité de 
la mitochondrie à capter le Ca2+  provenant de la PME (tel qu’attendu par l’ajout de FCCP), la 
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dispersion du signal calcique dans la cellule conserve sa forme globale malgré que les pulsars 
calciques couvrent une plus grande superficie. Si la mitochondrie jouait également un rôle de 
barrière physique, la dispersion du signal calcique serait modifiée par l’obstruction physique 
de cette structure intracellulaire sur la diffusion des ions calciques, ce qui n’est pas le cas. Il 
est toutefois possible que l’anisotropie du signal calcique, tel qu’illustré à la figure 
supplémentaire 2 de l’étude 2, demeure inchangée en présence de FCCP malgré que la 
mitochondrie obstrue le passage du calcium. Dans ce cas, il faudrait considérer que les 
mitochondries sont disposées de façon homogène autour de la PME, ce qui est peu probable 
considérant les images de microscopie électronique de la PME. Les résultats de microscopie 
électronique montrent d’ailleurs que les mitochondries sont généralement localisées au-dessus 
de la PME, où elles n’affecteraient pas l’anisotropie de la dispersion du pulsar calcique. Nos 
travaux suggèrent donc que l’entrave à la dispersion du pulsar calcique par la mitochondrie 
s’effectue via un rôle actif impliquant la recapture du Ca2+ plutôt qu’en tant que barrière 
physique passive ou obstacle au déplacement des ions.  
Les manipulations pharmacologiques de la fonction mitochondriale ont une incidence 
directe sur la production de ROS [609, 610]. D’un autre côté, l’activité des IP3Rs est sensible à 
l’oxydation [287] de même que celle des pompes SERCA [321, 322]. L’oxydation des 
isoformes 1 et 2 des IP3Rs induite par l’O2• - est associée à une augmentation des oscillations 
calciques, un effet non observé sur l’IP3R3 qui est expliqué par une différence de séquence 
entre les isoformes [287]. Puisque les IP3R1 et IP3R2 sont les isoformes identifiées comme 
étant responsables des pulsars calciques lors de l’étude 1, les pulsars calciques seraient 
susceptibles d’être modulés par les ROS dont les ROS mitochondriaux. Une étude du 
laboratoire a d’ailleurs permis de mettre en évidence le potentiel de régulation des ROS sur les 
pulsars calciques. Dans cette étude, l’ajout d’ANGII augmente la fréquence des pulsars 
calciques et cet effet est partiellement dépendant des ROS puisque l’utilisation d’une molécule 
antioxydante permet de limiter cette augmentation de fréquence [527]. Il est intéressant de 
noter que l’application d’ANGII sur des BAEC engendre la production de ROS 
majoritairement via la mitochondrie [691] ce qui suggère que l’effet des ROS sur les pulsars 
calciques suite à l’application d’ANGII pourrait découler de ROS mitochondriaux. Il serait 
possible d’évaluer cette composante par l’utilisation d’antioxydant spécifique à la 
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mitochondrie [692]. En ce qui concerne les diverses conditions expérimentales effectuées dans 
l’étude 2, la fréquence des pulsars calciques était soient plus faible ou non-modifié par rapport 
à la condition contrôle. Ces résultats permettent d’émettre l’hypothèse selon laquelle les 
conditions expérimentales de l’étude 2 n’induisent pas ou pas suffisamment de ROS 
mitochondriaux pour oxyder les IP3R de façon à augmenter la fréquence des oscillations 
calciques. Il peut également être suggéré que dans les conditions expérimentales de l’étude 2, 
l’effet des ROS mitochondriaux est surpassé par d’autres facteurs résultant en une réduction 
des oscillations calciques. Les outils pharmacologiques utilisés lors de l’étude 2 ont été 
appliqués de façon aigüe sur la préparation et une incubation prolongée de ces diverses 
drogues pourraient engendrer un niveau de production de ROS mitochondriaux suffisant afin 
d’augmenter la fréquence des pulsars calciques. 
Nous sommes les premiers à rapporter la régulation des dynamiques calciques d’ordre 
locale dans l’endothélium natif par les mitochondries. Une délocalisation de mitochondriale 
par rapport à la PME ou un dysfonctionnement mitochondrial tel qu’observé en pathologie 
pourrait affecter la dynamique des pulsars calciques. De ce fait, la balance d’activation des 
mécanismes dépendants du Ca2+ de la PME pourrait se retrouver altérée. Il est par contre 
difficile de s’avancer sur l’effet de ces altérations sur les pulsars calciques puisque l’effet de la 
mitochondrie semble dépendre d’un fin équilibre entre plusieurs éléments (localisation, 
dynamique de recapture et de sortie du Ca2+, production de ROS). Il serait essentiel d’évaluer 
individuellement l’effet de ces altérations mitochondriales sur la dynamique des pulsars 
calciques. 
4.8 Relation entre CaMKII, les mitochondries et les pulsars 
calciques : de nombreuses interactions possibles. 
Dans la littérature, 2 études publiées dans Nature ont évalué si CaMKII régule l’entrée 
de Ca2+ dans la mitochondrie en modulant l’activité de mCU. Joiner et al., 2012 [693] suggère 
que le courant ImCU mitochondrial est augmenté suite à l’ajout d’une CaMKII mutée 
constitutivement active du coté correspondant à la matrice mitochondriale. Les auteurs ont 
également observé une diminution du courant du mCU de mitochondries qui expriment un 
dominant négatif de CaMKII. Ces résultats suggèrent que CaMKII localisée dans la 
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mitochondrie augmente la conductance du mCU. Toutefois, Fieni et al., 2014 [694] déclarent 
leur incapacité à reproduire ces travaux. Ils suggèrent que le courant mesuré dans l’étude de 
Joiner et al., 2012 n’est pas associé au mCU dû à son amplitude trop grande comparativement 
à la précédente étude de Feini et al., 2012 caractérisant le ImCU dans différents tissus [695]. 
Advenant que CaMKII peut stimuler le mCU, cette régulation ne serait par dépendante de 
l’activation de CaMKII par pulsars calciques dû à la différence de compartiments des 2 
éléments. Notons également que les évidences suggérant la présence de CaMKII dans la 
mitochondrie se reposent essentiellement sur cette référence de Joiner et al.,. [693] où 
CaMKII a été associée à la membrane de mitoplastes (i.e portion de membrane provenant de 
mitochondrie fragmentée). D’autres études seraient donc nécessaire afin de renforcir cette 
observation.  
Bien que les études du laboratoire aient généralement mis l’accent sur la capacité du 
Ca2+ à activer CaMKII, plusieurs études ont démontré l’activation de CaMKII par son 
oxydation [435, 511, 696]. Cette régulation par l’oxydation n’a pas été une caractéristique 
évaluée lors cette thèse puisque l’étude de cette composante sur la dynamique des pulsars 
calciques aurait nécessité une mutation de CaMKII aux sites d’oxydation puisqu’aucun 
inhibiteur ne peut affecter directement et uniquement cette modification post-traductionnelle. 
Notons que l’activation de CaMKII par le Ca2+ est une étape nécessaire afin de permettre les 
modification post-traductionnelle qui active cette enzyme (phosphorylation ou oxydation). 
Dans une condition de dysfonction mitochondriale chronique présentant une augmentation de 
la production de ROS mitochondriales, une modification des voies de signalisation présentes 
dans la PME peut être observée tel qu’une augmentation des oscillations calciques résultants 
des IP3R1 et IP3R2 oxydés, mais également par une modification du patron d’activation de 
CaMKII par le Ca2+ et l’oxydation. Puisque selon les littératures actuelles, il n’y a pas d’étude 
permettant d’affirmer que CaMKII oxydée présente des cibles différentes que CaMKII 
phosphorylée, l’activation initiale de CaMKII par les pulsars calciques et son oxydation 
subséquente par les ROS mitochondriaux pourrait contrer la suractivation des IP3Rs par les 
ROS mitochondriaux en agissant sur les IP3R de façon inhiber l’activité de ce canal. Bien que 
ceci est rapporté de prime abord comme étant une réaction en chaine, ces éléments peuvent se 
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chevaucher à plusieurs endroits et nécessiterait donc plus d’investigation afin d’en évaluer la 
réelle résultante au niveau physiopathologique. 
4.9 Altération mitochondriale : relation potentielle avec la 
dysfonction endothéliale et la dynamique des pulsars calciques 
En ce qui concerne les pathologies mitochondriales et la dysfonction endothéliale, les 
études se sont généralement concentrées sur l’augmentation de la production de ROS ou sur 
une modification en termes de biogenèse mitochondriale. La mitochondrie est sensible aux 
changements métaboliques et il est suggéré qu’une surexposition des CEs au glucose tel 
qu’observé en diabète augmente la production d’O2• - mitochondriale [697]. Assumant la 
sensibilité des IP3Rs aux ROS, il serait attendu que la dysfonction mitochondriale augmente 
les pulsars calciques de gens atteints de diabète. Notons toutefois qu’une réduction de la 
réponse calcique endothéliale d’artères utéroplacentaires pressurisées provenant de femelle 
rate avec du diabète gestationnel suite à l’application d’ACh a été dénotée [698]. Par contre, 
cette étude ne permet pas d’évaluer les dynamiques calciques locales. 
Par ailleurs, il est également rapporté qu’une fragmentation des mitochondries est 
observée dans les CEs provenant de patients diabétiques et il est suggéré que ceci participe à la 
dysfonction endothéliale observée chez ces patients particulièrement en réduisant l’activité de 
la NOS-3 ou en diminuant la biodisponibilité du NO [699]. Il est possible de suggérer que la 
diminution de l’activité de la NOS-3 observé dans cette condition de dysfonction endothéliale 
découle d’une altération de la dynamique de pulsars calciques due à la fragmentation des 
mitochondries qui sont principalement localisées face à la PME tel que démontré dans notre 
étude 2. En effet, la fragmentation des mitochondries engendre une perte de la Δψm [700]. 
Considérant qu’un plus grand nombre de site de pulsars calciques, mais avec une fréquence 
d’oscillation plus faible, est observé suite à l’ajout de FCCP, il serait possible de suggérer que 
la fragmentation de la mitochondrie engendre une altération de la fréquence des pulsars 
calciques qui se traduit par une réduction de l’activité de CaMKII dont le niveau d’activité est 
sensible aux fréquences d’oscillations [420]. L’activité de la NOS-3 qui est également 
localisée dans cette structure [62] serait réduite puisqu’elle est contrôlée par CaMKII et ce, de 
façon pulsars-dépendante telle qu’observée précédemment au laboratoire [527].  
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Certaines mutations mitochondriales sont associées à l’hypertension. Notons que 2 
d’entre elles sont localisées dans des gènes codants pour des protéines essentielles pour la 
fusion mitochondriale, soit OPA1 [701] et MNF2 [702]. La MNF2 est également une protéine 
localisée à la membrane du RE qui peut permettre un ancrage Ca2+-dépendant de la 
mitochondrie aux régions hautement dynamiques en Ca2+ [671]. Malheureusement, les études 
démontrant la corrélation entre les mutations de OPA1 et MF2 et l’hypertension sont des 
études d’association entre l’augmentation de la pression sanguine et la mutation étudiée. Elles 
ne permettent pas d’évaluer l’impact de ces mutations sur la biogenèse mitochondriale au sein 
des cellules ou sur les dynamiques calciques intracellulaires endothéliales. Par ailleurs, l’effet 
généré par ces mutations sur ces deux protéines (i.e gain ou perte de fonction) n’a pas été mis 
en évidence signifiant qu’il est impossible d’établir (1) si les mitochondries des cellules avec 
ces mutations présentent des dynamiques de fusion augmentées ou diminuées, (2) si cela altère 
le recrutement des mitochondries aux régions dynamiques en Ca2+ ou (3) si cela affecte le 
contenu en Ca2+ du RE.  
4.10 La PME est-elle un microdomaine gouverné par les 
concentrations locales d’ATP mitochondriale?  
La PME est un microdomaine de signalisation dont le bon fonctionnement repose sur 
l’équilibre entre différents mécanismes, dont les concentrations locales d’ATP, et qui serait, 
d’après les résultats obtenus dans l’étude 2, fortement dépendant des mitochondries localisées 
à l’embouchure de la PME.  
La distribution des IP3Rs en fonction de leur dépendance à l’ATP peut s’ajouter aux 
mécanismes cellulaires permettant de contrôler les pulsars calciques. Il peut être suggéré que 
le récepteur à l’IP3R3 localisé à la périphérie de la PME limite la dispersion du signal calcique 
tel qu’exposé dans la section 4.5. Toutefois, il a été rapporté qu’une augmentation importante 
de la concentration d’ATP permet de maintenir l’IP3R3 actif pour une plus grande gamme de 
concentration intracellulaire en Ca2+ [2, 282]. Ainsi, il est tentant de suggérer qu’un bolus de 
production locale d’ATP augmente la dispersion du signal calcique via son effet sur les IP3R3s 
localisés en périphérie de la PME. D’autre part, bien que cet aspect n’ait pas été directement 
évalué dans cette thèse, la recapture de Ca2+ par le RE via la pompe SERCA est un élément 
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essentiel pour les dynamiques présentes dans la PME puisqu’une inhibition de cette dernière 
élimine complètement la présence des pulsars calciques [197]. L’activité de la pompe SERCA 
est également directement dépendante des concentrations d’ATP intracellulaires [303] et la 
proximité de la mitochondrie avec la PME pourrait permettre de réagir à la libération de Ca2+ 
dans cette structure en produisant localement l’ATP nécessaire aux pompes SERCA afin de 
ramener le niveau basal de Ca2+ dans la PME. Nous avons également mis en relief que 
CaMKII, une kinase qui utilise l’ATP comme substrat, régule négativement les pulsars 
calciques (Étude 1). La production d’ATP par la population de mitochondries localisées à 
l’embouchure de la PME pourrait spécifiquement fournir du substrat à CaMKII localisé dans 
la PME afin d’effectuer sa fonction de kinase inhibant ainsi les pulsars calciques. D’autres 
kinases telles que la PKC requiert également l’ATP afin d’effectuer leur activité catalytique et 
donc, moduler les voies de signalisation présentes dans la PME telles que les TRPV4 sparklets 
[393]. Ainsi, la disponibilité d’ATP à proximité de ces effecteurs serait un élément essentiel 
pour la régulation des dynamiques calciques localisées dans la PME. 
La mitochondrie peut agir à titre de senseur d’oscillations calciques en présentant un 
patron d’oscillations calciques similaire à celui présent au sein du cytosol [703]. Ainsi, la 
production d’ATP par les mitochondries localisées en face de la PME pourrait être 
directement couplée aux demandes métaboliques induites par ces augmentations de Ca2+ au 
sein de la PME [553-555]. Il serait ainsi intéressant d’évaluer dans quelle mesure les pulsars 
calciques sont capables de moduler la production d’ATP par la mitochondrie. Est-ce que la 
production d’ATP mitochondriale pourrait être couplée aux patrons des oscillations des 
pulsars calciques et influence-t-elle l’aspect des pulsars calciques comme mécanisme de 
rétroaction? Certaines molécules FRET sensibles à l’ATP ont été conçues, mais celles-ci 
impliquent la transfection d’une construction moléculaire [704, 705]. Considérant qu’il soit 
difficile de transfecter les CEs in situ sans affecter l’intégrité artérielle, il serait préférable 
d’utiliser une sonde fluorescente sensible à l’ATP pouvant être chargée dans l’endothélium de 
façon similaire au marquage du Ca2+ par le Fluo-4. Toutefois, ce type de sonde est pour le 
moment inexistant sur le marché. Les études portant sur le métabolisme ont généralement 
recours à des systèmes tels le Searhorse XFe analyzer© afin d’évaluer la fonction 
mitochondriale (incluant la production d’ATP) en mesurant la consommation d’O2 dans 
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diverses conditions pharmacologiques où l’activité des complexes de la chaine de transport 
d’électrons est altérée. Plusieurs trousses commerciales qui permettent de doser l’ATP sont 
également disponibles sur le marché. Par contre, ces deux méthodes nécessitent des cellules ou 
mitochondries isolées brisant ainsi l’intégrité des PMEs. En absence d’avancées 
technologiques qui permettraient d’évaluer les variations d’ATP cytosoliques dans notre 
préparation, il est malheureusement difficile d’évaluer le rôle de la composante de l’ATP 
mitochondriale dans le microdomaine de signalisation de la PME. 
4.11 Limitations imposées par le modèle d’étude utilisé 
Les études présentées dans cette thèse ont été effectuées sur des artères mésentériques 
de souris de 3e et 4e ordre (diamètre de 80 à 120 µm; des artères de résistance). Ces artères 
mésentériques ont été ouvertes longitudinalement et épinglées sur un cube de silicone 
(configuration en face) afin de permettre un meilleur enregistrement des dynamiques présentes 
dans l’endothélium. L’utilisation d’artères natives permet de conserver la structure 
physiologique du vaisseau et de façon plus importante, de conserver la structure anatomique 
de la PME. Ainsi, ce modèle constitue notre préparation de prédilection pour l’ensemble des 
expériences présentées dans cette thèse. Bien que cette préparation permette une prise de vue 
optimale sur la composante endothéliale, cela impose certaines limites. 
Il est reconnu que les cellules formant la paroi vasculaire sont fortement influencées 
par le niveau d’étirement. Elles expriment des canaux dont l’activité est variable en fonction 
de l’étirement de la membrane dans laquelle ils sont ancrés [706]. Lors de la préparation de 
l’artère, un biais peut être induit par les variations au niveau de l’étirement de l’artère exercé 
par le manipulateur. Malheureusement, l’étirement de la paroi est nécessaire puisqu’il permet 
de s’assurer que les CEs de l’ensemble du champ optique soient dans le même plan focal. 
Puisque nos études sont effectuées sur des tissus vivants et que nous affectons en général des 
mécanismes pouvant faire varier le niveau de contraction des CMLs, l’étirement nous permet 
de minimiser le mouvement de l’artère lors de l’acquisition. Bien que tout soit mis en œuvre 
afin de conserver un étirement similaire entre les divers échantillons et les divers utilisateurs, 
il est impossible d’avoir exactement la même tension entre les préparations ce qui augmente la 
variabilité. Par ailleurs, il est impossible de comparer le type d’étirement induit par le 
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manipulateur sur l’artère ouverte avec la pression exercée par le sang dans la lumière du 
vaisseau en condition physiologique. En effet, l’absence de pression intraluminale constitue 
une limite de notre modèle d’artères ouvertes. Des techniques telles que l’artériographe 
pressurisé peuvent imposer une pression intraluminale au niveau d’un vaisseau isolé. Il est 
également possible de varier débit du liquide dans la lumière du vaisseau [707]. Le débit 
sanguin induit des contraintes de cisaillement sur la paroi endothéliale qui ont des 
répercussions sur les voies de signalisation intracellulaires [373]. Le passage des solutions 
physiologiques en circulation induit également des contraintes de cisaillements qu’il nous ait 
impossible de comparer avec celles induites par un débit sanguin. Il est possible de faire 
l’étude des dynamiques calciques endothéliales sur des artères pressurisées ce qui permet de 
conserver le vaisseau intact [197, 708]. Cependant, la structure arrondie de l’artère limite 
considérablement la taille du champ optique acquis sur un même plan focal. De plus, 
l’épaisseur de la paroi vasculaire limite la résolution optique des dynamiques intracellulaires 
endothéliales. Ainsi, notre préparation d’artères ouvertes favorise l’enregistrement des 
dynamiques intracellulaires endothéliales pour un grand nombre de cellules sur un même plan 
focal ce qui permet d’obtenir un plus grand échantillonnage en termes de sites de pulsars 
calciques. 
Les CEs et les CMLs sont électriquement et chimiquement couplées par la présence de 
jonctions GAP au niveau de la PME [76]. Lors des expériences effectuées en microscopie 
confocale à haute vitesse, les molécules pharmacologiques sont ajoutées en circulation sur la 
totalité de l’artère, ce qui pourrait aussi altérer l’activité des CMLs sous-jacentes. Il aurait été 
possible d’évaluer cette composante par l’ajout d’inhibiteur de jonctions GAP ce qui aurait 
permis de s’assurer d’éliminer la rétroaction du muscle lisse pouvant affecter les voies de 
signalisation dans la PME. 
Malgré ces limites, le modèle expérimental choisi demeure la meilleure préparation 
afin d’étudier la signalisation calcique endothéliale tout en conservant la structure de la PME. 
Le modèle de co-culture CE-CML permettant de recréer artificiellement des PMEs [71, 382] 
pourrait être une alternative intéressante permettant l’utilisation de technique de biologie 
moléculaire. De plus, ceci pourrait permettre de limiter l’usage d’animaux. Par contre, il est 
important de noter que la densité et la taille des perforations de la membrane des supports 
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obtenus commercialement sont peu représentatives des caractéristiques d’une LEI ce qui 





L’objectif principal de cette thèse était d’identifier des mécanismes régulant les pulsars 
calciques en conditions physiologiques. 
Lors de notre première étude, nous avons ciblé CaMKII, une kinase dont le niveau 
d’activation varie en fonction des oscillations calciques. Nous avons démontré que CaMKII 
inhibe les sites de pulsars calciques, et ce via la voie des IP3Rs ce qui corrèle avec la 
littérature. Parallèlement, nous avons identifié les isoformes des IP3Rs responsables des 
pulsars calciques, soit IP3R1 et IP3R2, isoformes préalablement identifiées comme étant 
responsable des dynamiques calciques de type oscillatoire. Avec cette étude, nous avons établi 
CaMKII comme une composante importante d’une boucle de rétroaction négative, en 
contrôlant les sites actifs de pulsars tel un interrupteur. 
Lors de notre deuxième étude, nous avons ciblé la mitochondrie comme mécanisme de 
régulation des pulsars en raison d’un rôle potentiel de modulateur des dynamiques calciques 
intracellulaires. Nous avons démontré qu’une proportion importante de mitochondries de 
l’endothélium est localisée à l’embouchure de la PME. Une modulation pharmacologique de 
plusieurs mécanismes mitochondriaux (globaux ou ciblés) modifie la dynamique des pulsars 
calciques. Nos travaux démontrent que la mitochondrie restreint la dispersion des pulsars 
calciques via son mécanisme d’entrée de Ca2+. La mitochondrie via ses mécanismes de sortie 
contrôle la fréquence des pulsars calciques à chaque site. Avec cette étude, nous avons montré 
que la mitochondrie peut contrôler plusieurs composantes de la dynamique des pulsars 
calciques (contrôle du nombre de sites actifs de pulsars calciques, de la fréquence des sites 
actifs de pulsars ou de la dispersion des pulsars calciques). 
Compartimenter le signal calcique intracellulaire permet de cibler une fonction 
cellulaire précise comparativement à l’activation de l’ensemble des mécanismes cellulaire 
sensibles au Ca2+ lors d’un signal calcique global. Ainsi, l’originalité de nos travaux réside en 
l’identification de mécanismes modulant un signal calcique local dans l’endothélium natif, les 
pulsars calciques. Une altération pathologique d’un de ces mécanismes peut avoir des 
répercussions sur les pulsars calciques ainsi que sur le maintien de la fonction vasculaire 
dépendante de l’endothélium. Notre laboratoire a précédemment noté une altération de la 
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dynamique de pulsars calciques en pathologie d’HA. Une meilleure compréhension de la 
régulation des pulsars calciques en condition physiologique permet un ciblage de voies à 
investiguer en condition pathologique et qui peuvent avoir un effet significatif sur cette 
signalisation calcique.  
Les études présentées dans cette thèse ont permis approfondir notre compréhension des 
dynamiques des pulsars calciques en identifiant les isoformes de IP3Rs responsables des 
pulsars calciques ainsi qu’en démontrant le rôle régulateur de CaMKII et de la mitochondrie 
en condition basale (Figure 28).  
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Figure 29. Mise à jour de la caractérisation des pulsars calciques incluant les résultats obtenus et 
présentés dans cette thèse. 
Les pulsars calciques résultent d’une libération de calcium (Ca2+) des récepteurs à l’inositol 1,4-5 
triphosphate (IP3R) de type 1 (IP3R1) et de type 2 (IP3R2) ; les IP3R de type 3 (IP3R3) étant 
localisés à l’extérieur de la projection myoendothéliale (PME). La protéine kinase II dépendante 
du complexe calcium/calmoduline (CaMKII) permet de contrôler le nombre de sites actifs de 
pulsars calciques en agissant via les IP3Rs. Au niveau de l’endothélium natif, une 
hétéromérisation entre les isoformes α et β de CaMKII a été constatée. Les pulsars calciques 
peuvent également être contrôlés par les mitochondries qui sont localisées en forte concentration 
à l’embouchure de la PME. La recapture de Ca2+ par la mitochondrie influence le niveau de 
dispersion du pulsar calcique. La sortie de Ca2+ de la mitochondrie influence le niveau d’activité 
à chaque site de pulsar potentiel. Na+ : Sodium, K+ : Potassium, VDAC : Voltage-dependent 
anion channel, mCU : Uniporteur calcique mitochondrial, mPTP : Pore de transition de 
perméabilité mitochondrial, NLCX : échangeur Na+/Ca2+ mitochondrial, VDCC : Canaux 
calciques dépendants du voltage, Kir : Canaux potassiques à rectification entrante, KCa: Canaux 
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